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Die Linksherzinsuffizienz gewinnt mit einer Prävalenz von 1% und einer Inzidenz von 0,15 – 
0,5% in der westlichen Welt zunehmend an Bedeutung. Dabei ist die Mortalität mit bis zu 
50% in einem Jahr nach wie vor sehr hoch.1 Eine Therapieoption ist die Herztransplantation. 
Trotz Überlebensraten von 97% nach einem Jahr bzw. 60% nach 10 Jahren2 versterben jedes 
Jahr etwa 10% der Patienten auf der Warteliste.3 Grund dafür ist der Mangel an Organen. 
Linksventrikuläre Unterstützungssysteme (LVAD, left ventricular assist device) stellen 
zunehmend eine Alternative dar: Für Patienten, die auf ein Spenderorgan warten (bridge to 
transplantation), für Patienten, die für eine Transplantation nicht in Frage kommen 
(destination therapy) oder für Patienten, bei denen durch eine zeitweise linksventrikuläre 
Entlastung Erholung erwartet wird (bridge to recovery)1. Es existieren VADs, die einen 
pulsatilen Flow generieren und sogenannte „Continuous-Flow“ VADs. Während erstere die 
physiologische Situation durch den pulsatilen Fluss besser nachahmen, können VADs, welche 
eine kontinuierliche Strömung erzeugen, zurzeit die besseren Überlebens- und 
Komplikationsraten verbuchen.4 Derzeit liegen die 1 und 2 Jahresüberlebensraten bei 68% 
und 58% beim Einsatz von Continuous-Flow VADs und bei 55% und 24% bei Pulsatile-Fow 
VADs.4 Bei beiden Systemen wird für den Patienten eine wesentliche Verbesserung seiner 
Lebensqualität erreicht: Bis zu 75% der Patienten, die mit einem VAD versorgt wurden, 
konnten bereits nach 3 Monaten von NYHA III/IV in die NYHA Klassen I und II (NYHA I: keine 
Beeinträchtigung der körperlichen Leistungsfähigkeit; NYHA II: leichte Beeinträchtigung) 
heruntergestuft werden. Zudem zeigte sich eine deutliche Verbesserung in der 6 Minuten 
Gehstrecke.4 
Allerdings ist der Einsatz von VADs nach wie vor mit einer Vielzahl von Komplikationen 
assoziiert, allen voran Infektionen, Blutungen und cerebrovaskuläre Ereignisse 5 . 
Cerebrovaskuläre (hämorrhagische und thrombemolische) Komplikationen mit 
neurologischen Defiziten betreffen 14 – 47% der Patienten nach einer VAD Implantation6. Bis 
zu 59% der Patienten erleiden eine Infektion des implantierten Systems, wobei am 
häufigsten das Kabel, das für die percutane Stromversorgung sorgt, betroffen ist.7 
Ventrikuläre Unterstützungssysteme sind also auf der einen Seite grundsätzlich dazu in der 
Lage, die Lebenserwartung und Lebensqualität von Patienten mit einer hochgradigen 
Herzinsuffizienz zu verbessern. Auf der anderen Seite ist die Komplikationsrate derzeit noch 
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sehr hoch. Dieses Dilemma führte zu der Überlegung, eine neue Generation von Kunstherzen 
zu konstruieren: vollständig implantierbare Kunstherzen mit einer möglichst anti-
thrombogenen Oberfläche und physiologisch geformten Pumpkammern. Durch die 
vollständige Implantation ohne percutane Stromzufuhr wird eine Eintrittspforte für Erreger 
vermieden, durch die antithrombogene Oberfläche werden die thrombembolischen 
Komplikationen reduziert. Pumpkammern, die in ihrer Form so optimiert wurden, dass die 
Strömungsverhältnisse den physiologischen Bedingungen im menschlichen Herzen 
entsprechen, verhindern ebenso Thrombenbildung, sowie Hämolyse. 
So entwickelten Ingenieure vom DLR (deutsches Zentrum für Luft und Raumfahrt) in 
Oberpfaffenhofen ein Kunstherz, das genau diese Eigenschaften besitzt: Es ist vollständig 
implantierbar, so dass Infektionen vermieden werden können, Daten und Energie werden 
drahtlos übertragen. Zudem verfügt das System über zwei Pumpkammern: Während der 
Auswurfsphase der einen Kammer wird in der anderen Pumpkammer ein Sog erzeugt, 
wodurch sich diese wieder füllt – es entsteht eine physiologisch günstige pulsatile Strömung. 
Durch das Zweikammerkonzept ist sowohl der uni- als auch biventrikuläre Einsatz möglich. 
Um thrombembolische Komplikationen zu vermeiden, wurden die Pumpkammern in ihrer 
Form so konstruiert, dass sie die menschlichen Ventrikel nachahmen, um eine möglichst 
gleichmäßige Strömung ohne Turbulenzen in den Pumpkammern zu gewährleisten.8 
Das DLR entschied sich bei der Auswahl des Materials für die Pumpkammern für 
Polyurethan, da Polyurethan auch in anderen biomedizinischen Anwendungen bereits für 
seine hervorragenden mechanischen Eigenschaften, wie z.B. seine Dehnungskapazität, 
Flexibilität und seinen Verschleißwiderstand bei gleichzeitig guter Biokompatibilität bekannt 
ist9. Allerdings ist die Hämokompatibilität von Polyurethan nach wie vor ungenügend, 
zusätzlich limitieren Degradation und Kalzifizierung des Materials den Langzeiteinsatz.9 
Daher wurden bereits mehrere Ansätze zur Oberflächenmodifikation von Polyurethanen 
entwickelt, um die Blutkompatibilität zu verbessern, z.B. durch Endothelialisierung, durch 
Beschichtung mit Antikoagulantien wie Heparin, durch physikalische oder chemische 
Oberflächenbehandlungen mit Polyethylenglycol, Phospholipid Polymeren, und sulfoniertem 
Polyethylenoxid.9 
Um die Biokompatibilität von Polyurethan zu verbessern, wurde in diesem Projekt eine 
Beschichtung von Polyurethan mit einer titanhaltigen Schicht ausgewählt. Titan gilt schon 
lange als ein Metall mit hervorragender Biokompatibilität10,11, allerdings war es bis zur 
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Entwicklung des PACVD (plasma-activated chemical vapor deposition) nicht möglich, 
Polyurethan damit zu beschichten. Mit diesem Verfahren kann durch Gasabscheidung eine 
Beschichtung des PU  bei Temperaturen zwischen 30 und 35° erfolgen12. In vitro Studien von 
Lehle et al., sowie Ozkucur et al.13 belegten durch verbesserte Endothelzelladhäsion und –
wachstumskinetik, sowie  erhöhte mitochondriale Aktivität von Endothelzellen auf 
Polyurethanen mit einer titanhaltigen Beschichtung die Biokompatibilität von titanisiertem 
PU.14 Im in vivo Tierversuch konnte von Guldner et al. gezeigt werden, dass titanisierte 
Aortenklappen nach 6 Monaten vollständig endothelialisiert waren 15 , mit dem 
dementsprechend günstigen Effekt bezüglich der Thrombogenität. Analog zu den positiven 
Ergebnissen von Guldner15, 16 wurde auch vom DLR eine titanhaltige Beschichtung der „pmf 
medical titanium gmbh“ (Nürnberg, Germany; Patentnummer EP 0 897 997 B1) für die 
Pumpkammern aus Polyurethan gewählt. 
Ziel dieser Arbeit war es, durch in vitro Studien die verbesserte Biokompatibilität von 
Polyurethanen, über die in der Literatur mehrfach berichtet wurde, zu belegen. 
Die Überprüfung der Biokompatibilität erfolgte in vitro in der statischen Zellkultur: Dazu 
wurde zunächst die Adhäsionsfähigkeit, die Wachstumskinetik sowie mitochondriale 
Aktivität von humanen Endothelzellen auf Polyurethan (PU) und titanisiertem Polyurethan 
(tiPU) bestimmt. Zudem wurde die Thrombogenität von PU und tiPU mit und ohne 
Endothelzellmonolayer durch einen Thrombozyten- und PBMC Assay abgeschätzt. 
Im zweiten Teil der Arbeit wurde der Bogen von der statischen Kultur hin zu einer 
Perfusionsanlage mit pulsatiler Strömung geschlagen. Hier wurde der Frage nachgegangen, 
inwieweit Scherkräfte die Adhäsion und das Wachstum von Endothelzellen beeinflussen. Die 
Perfusionsanlage wurde extra für diese Tests von den Entwicklern des oben beschriebenen 
Kunstherzens vom DLR in Oberpfaffenhofen entwickelt und gebaut. Die Funktionsfähigkeit 
und Tauglichkeit dieser Anlage wurde im Labor der HTC (Herz-Thorax-Chirurgie des 
Universitätsklinikums Regensburg) überprüft und optimiert. Letztlich sollte mit dieser 
Perfusionsanlage untersucht werden, ob Endothelzelladhäsion unter pulsatiler Strömung 








Die folgende Aufzählung enthält die für die Versuche verwendeten Materialien in 
alphabetischer Reihenfolge: 
II.1. apparative und analytische Mittel 
Geräte und Messaparaturen 
Brutschrank CO2-Auto-Zero: 
Heraeus Holdings GmbH (Hanau, Deutschland) 
 
Brutschrank Hera Cell: 
Heraeus Holdings GmbH (Hanau, Deutschland) 
 
CASY® Cell Counter and Analyzer System, Model TTC 
Schärfe Systems GmbH (Reutlingen, Deutschland) 
 
E-max Precision Microplate Reader: 
Molecular Devices Corporation (Sunnyvale, California, USA) 
 
Eppendorf Multipette Plus: 
Eppendorf Deutschland GmbH (Wesseling-Berzdorf, Deutschland) 
 
Gilson Pipetten (20, 100, 200, 1000 µl); 
Gilson (Villiers Le Bel, Frankreich) 
 
Kamera 25.4 2MP Slider 
Diagnostic Instruments (Sterling Heights, Michigan-Territorium, USA) 
 
Kryobox: 
Air Liquide (Paris, Frankreich) 
 
Labsystems Finnpipette® 1500 µl: 
Molecular Devices Corporation (Sunnyvale, California, USA) 
 
Mikroskop Leica DMRBE: 
Leica Microsystems (Mannheim, Deutschland) 
 
Mikroskop Fluovert FU: 
Leitz GmbH (Wetzlar, Deutschland) 
 
Perfusionsanlage 
Dualis Medtec GmbH (Oberpfaffenhofen, Deutschland) 
 
Pipetboy acu: 
Integra Biosciences GmbH (Fernwald, Deutschland) 
 
Rüttler JKA Vibrax-VXR: 
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Janka-und-Kunkel AG (Köln, Deutschland) 
 
Sterilbank Hera safe Heraeus®: 
Heraeus Holdings GmbH (Hanau, Deutschland) 
 
Sterilbank Laminair Heraeus®: 
Heraeus Holdings GmbH (Hanau, Deutschland) 
 
Ultrasonic Flowcomputer novaflow 
Novalung® GmbH (Heilbronn, Deutschland) 
 
Victor3TM 1420 Multilabel Counter 
PerkinElmer (Waltham, Massachusetts, USA) 
 
Zentrifuge Megafuge 1.0 R Heraeus Systems Sepatech 
Heraeus Holdings GmbH (Hanau, Deutschland) 
 
Zentrifuge Multifuge 1 L-R Heraeus Systems Sepatech 





96-Well-Platte, steril und unsteril 
Nunc (Roskilde, Dänemark), Best. Nr.: 167008 und 260895 
 
Kryoröhrchen 2 ml: 
Carl Roth GmbH & Co.KG (Karlsruhe, Deutschland) 
 
Objektträger, Ground Edges Frosted 
VWR International GmbH (Darmstadt, Deutschland) 
 
Spritzen steril 2ml und 20 ml 
BD Discardit™ (Franklin Lakes, New Jersey, USA) 
 
Sterilfilter 0,20 µm, Minisart® 
Sartorius Stedim biotech (Göttingen, Deutschland) 
 
Sterilfilter 0,45µm, Minisart® 
Sartorius Stedim biotech (Göttingen, Deutschland) 
 
T 25, T 75, T 175, Trippleflask Kulturflaschen: 
Nunc (Roskilde, Dänemark) 
 
Nicht einzeln gelistet wurden Pipettenspitzen, Eppendorf Reaktionsgefäße, sterile und 




II.2. Zellkulturmedien und Lösungen 
 




Medium 199 with Earle’s salts without L-Glutamine 
PAA Laboratories GmbH (Pasching, Österreich), Cat Nr: E15-33 
 
Fetales Kälber Serum  (FKS) 
PAA Laboratories GmbH (Pasching, Österreich) 
 
Supplement Pack for Endothelial Cell Growth Medium 
PromoCell GmbH (Heidelberg, Deutschland) 
 
L-Glutamin 
Sigma-Aldrich life sience (St Louis, Missouri, USA) 
 
Gentamycin, Endkonzentration 50 µg/ml 
Sigma-Aldrich life sience (St Louis, Missouri, USA) 
 
Amphotericin B, Konzentration: 250 µg/ml 




Zum Waschen der Zellen wurde ein PBS-Puffer (phosphate buffered saline) nach Dulbecco 
mit folgender Zusammensetzung bei einem pH von 7,3-7,4 verwendet: 
 
Inhaltsstoff Konzentration [g/L] 
CaCl2 ∙ 2H20 0,133 
KCl 0,20 
KH2PO4 0,20 
MgCl2 ∙ 2H2O 0,10 
NaCl 8,00 
Na2HPO4 1,15 





Des Weiteren wurde verwendet: 
 
4‘,6-Diamidino-2-phenylindoledihydrchlorid (DAPI) 
Endkonzentration 5 µg/ml 
Sigma-Aldrich life sience (St Louis, Missouri, USA) 
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ACD Puffer:  
Zusammensetzung: Citronensäuremonohydrat: 8g/l, D-Glucosemonohydrat: 12g/l 
 
Collagenase A: 
Roche Deutschland Holding GmbH (Mannheim, Deutschland), Bestellnummer: 11088793001 
 
Cryomedium 1:  




Zusammensetzung: 70% M199 mit FKS, L-Glutamin und Supplementpack + 10% HEPES Puffer 
(20mmolar) + 20% DMSO 
 
Dimethylsulfoxid (DMSO): 
Merck (Darmstadt, Deutschland), Cat-Nr.: 802912 
 
Endothelzellmedium 
PromoCell GmbH (Heidelberg, Deutschland) 
 
Fibronectin (Human Plasma Fibronectin) 
Konzentration der Stammlösung: 1mg/ml 
Konzentration der Endlösung: 10 µg/ml 
MilliporeTM (Temecula, California, USA) 
 
Fluoromount-G Eindeckmedium 
Southern Biotech (Birmingham, Alabama, USA) 
 
Gelatine:  
Merck (Darmstadt, Deutschland), verwendete Konzentration: 0,25% in Hepes (s.u.) 
 
HEPES 4-(2-Hydroxyethyl)-1-piperazinmethansulfonsäure-Puffer (1M): 
Biochrom AG (Berlin, Deutschland), Bestellnummer: L1613 
 
MTS Reagenz: 
Cell Titer 96® Aqueous One Solution Cell Proliferation Assay 
Promega (Madison, Wisconsin, USA), Bestellnummer: 245 
 
RPMI 1640 ohne L-Glutamin, ohne Phenolrot 
Pan Biotech GmbH (Aidenbach, Deutschland) 
 
TNF α, human rekombinant (aus E.coli, lyophililsiert, proteinträgerfrei): 
Endkonzentration im Ansatz 10 ng/ml, hergestellt aus Stammlösung mit 5 µg/ml 
PeproTech Inc. (Rocky Hill, New Jersey, USA), Cat.number: 300-01A 
 
Trypsin (1:250) 10fach, 2,5% Trypsin: 
Verwendet als 1fach Trypsin  





Roche Deutschland Holding GmbH (Mannheim, Deutschland), Bestellnummer: 04744934001 
 
Paraformaldehyd:  
Verwendete Konzentration: 40mg/l 
Merck KGaA (Darmstadt, Deutschland) 
 
Triton® 100fach: 
Verwendete Konzentration: 1fach 





Polyurethan Plättchen (PU): 
Poly(ether)urethane; Material-Nr. 50046 (DUALIS, Seefeld), Hersteller: Mecora (Aachen) 
 
Plättchen aus titanisiertem Polyurethan (tiPU): 




Elastollan® 1180A; BASF (Ludwigshafen); Länge: 10 cm; Innendurchmesser: 5 mm; 
Wandstärke: 0,5 mm 
 
Poly(ether)urethanschläuche titanisiert: 
























III. Analytische und präparative Methodik 
 
III.1. Gewinnung von Endothelzellen 
 
Die für diese Arbeit verwendeten Endothelzellen stammen aus der Vena saphena magna von 
Patienten der Herz-Thorax-Chirurgie, die sich einer Bypassoperation unterziehen mussten, 
mit zwei Ausnahmen: Zwei Endothelzellkulturen wurden aus menschlichen 
Nabelschnurvenen gewonnen (HUVEC, human umbilical vene endothelial cells). Im Zuge der 
Aufklärung zur Operation wurde eine Einverständniserklärung zur Venenentnahme für 
Forschungszwecke beigefügt, ein Ethikantrag für die Gewinnung der Endothelzellen aus der 
Vena saphena magna und aus den Nabelschnurvenen wurde gestellt und von der 
Ethikkommission gebilligt (Nummer 99/130). 
 
III.1.1. Präparation von Endothelzellen aus der Vena Saphena 
 
Die in den Versuchen verwendeten Endothelzellen wurden im Labor nach folgendem 
Protokoll weiterverarbeitet (Tabelle III.1). Alle verwendeten Materialien und Lösungen 
waren steril, die Präparation fand unter einer Sterilbank auf einem sterilen Abdecktuch statt. 
Die Präparation der HUVEC erfolgte analog dazu. 
 
Schritt Vorgehen 
1 Transfer der Vene aus dem OP in einem mit Hepespuffer gefülltem sterilem 50ml-
Falcongefäß; Spülung der Vene mit 1x PBS und Hepespuffer (4°C) 
2 Plastiknadel einer Venenverweilkanüle auf 0,5 – 1 cm kürzen und auf eine mit 
Hepespuffer aufgezogene 20 ml Spritze aufsetzen 
3 Modifizierte Venenverweilkanüle in Venenlumen einführen; vorsichtig mit 
Hepespuffer spülen 
4 Collagenaselösung in 10 ml Spritze füllen, vorsichtig in die Vene spritzen; nach 
Einlauf der Collagenase unteres Ende der Vene abklemmen; Vene prall füllen; obere 
Seite der Vene mit einer Klemme verschließen 
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5 Inkubation im Brutschrank (37°C, 5 % CO2) für 10-15 min 
6 Wände der gefüllten Vene vorsichtig mit einer Pinzette „massieren“, damit sich alle 
Endothelzellen lösen. 
7 Klemmen werden gelöst, eine Seite aufgeschnitten und der Inhalt der Vene in 
einem Falcon aufgefangen. 
8 2 x spülen des Gewebes mit je 20 ml Hepespuffer, Auffangen der Spüllösung in 
einem Falcon 
9 Zentrifugation mit 1100 UpM, 5 min bei Raumtemperatur 
10 Resuspendieren des Zellpellets mit 2 ml Medium, Überführung der Zellsuspension 
in eine gelatinierte T 25 Kulturflasche, in die 3ml Medium vorgelegt wurde.   
11 Inkubation der Kulturflasche bei 37 °C, 5 % CO2; alle 2-3 Tage Mediumwechsel 
12 Zellrasen ist nach 2-3 Wochen konfluent 
Tab. III.1: Protokoll zur Präparation der Vena Saphena 
 
 
III.1.2. Kryokonservierung von Endothelzellen 
 
Zur Standardisierung der Kulturversuche (siehe unten) wurden die präparierten und 
vermehrten Endothelzellkulturen nach der ersten Zwischenkultur (siehe unten) in flüssigem 
Stickstoff eingefroren, bis sie dann für einen Versuch aufgetaut und weiter kultiviert wurden. 
Das Protokoll ist in Tabelle III.2 wiedergegeben. 
 
Schritt Vorgehen 
1 Zellen von der Kulturflasche ablösen (genaues Vorgehen s.u.)  
2 Zentrifugieren (1100 UpM, 5 min bei Raumtemperatur) 
3 Resuspendieren des Zellpellets und Zellzahlbestimmung mit CASY (s.u.) 
4 Portionierung der Zellsuspension in Portionen zu 5e5 oder 1e6 Zellen 
5 Zugabe von 600µl Einfriermedium I (E I = 90% Medium, 10% Hepes)  
6 Umfüllen in ein Cryoröhrchen und 10 Minuten auf Eis stellen 
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7 Zugaben von 600µl Einfriermedium II (E II = 70% Medium, 10 % Hepes, 20 % DMSO) 
8 Proben werden 30 min auf Eis gestellt und dann bei -80°C eingefroren 
9 Ein Tag später: Umsetzen in einen Stickstofftank (-196°C) 
Tabelle III.2: Protokoll zur Kryokonservierung von Endothelzellen 
 
 
III.2. Methodische Prinzipien bei Zellkulturen 
 
III.2.1. Auftauen und Anzüchten einer Endothelzellkultur 
 
Eingefrorene Endothelzellkuturen (siehe III.1.2) wurden für die Kulturversuche wie folgt 
aufgetaut (Tabelle III.3). 
Schritt Vorgehen 
1 Eine T 25 Kulturflasche wird gelatiniert, indem 1 ml einer 0,25% Gelatinelösung auf 
dem Boden der Kulturflasche gleichmäßig verteilt wird. 
2 Inkubation der T 25 Kulturflasche mit der Gelatinelösung für 30 Minuten bei 37° C, 
5% CO2 
3 Gelatine absaugen 
4 Vorlegen von 3 ml Medium (M 199, 10% FKS, 1 Supplementpack) 
5 Die Zellen werden nun aus dem Stickstofftank geholt und auf Eis zur Sterilbank 
transportiert. 
6 Auftauen der Zellsuspension in den Cryoröhrchen im 37°C-Wasserbad 
7 Sobald sich nur noch ein kleiner Eisklumpen in der Zellsuspension befindet, wird der 
Inhalt des Cryoröhrchens in eine gelatinierte T 25 Kulturflasche mit dem 
vorgelegten Medium umpipettiert. 
8 Inkubation im Brutschrank bei 37° C, 5% CO2 
9 Nach 4 Stunden: Mediumwechsel 
Tabelle III.3: Protokoll zum Auftauen einer Endothelzellkultur 
Bei den Kulturflaschen gibt es verschiedene Größen, von denen die maximale Zellausbeute 
abhängt. Die Zellausbeuten betragen im Mittel: aus T25 (25cm²): 1 x 106; T75 (75cm²): 3 x 
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106; T175 (175cm²): 5 x 106. Um einen optimalen Gasaustausch zu gewährleisten, ist auf der 
Kulturflasche ein Schraubverschluss mit Filter angebracht. Der Filter darf nicht feucht 
werden, da sonst keine ausreichende CO2 Begasung und damit keine richtige Einstellung des 




Die Endothelzellkulturen benötigen einen regelmäßigen Mediumwechsel, da die 
Bestandteile des Mediums von den Zellen entweder metabolisiert werden oder bei 37° C 
nach einer gewissen Zeit zerfallen.17 Wie häufig das Medium gewechselt werden muss, ist 
allerdings von Kultur zu Kultur unterschiedlich. In den in dieser Arbeit beschriebenen 
Versuchen wurde in der Regel zweimal pro Woche das Medium gewechselt. 
Beim Mediumwechsel unter der Sterilbank wird das alte Medium mit einer Pasteurpipette, 
die an eine Vakuumpumpe angeschlossen ist, abgesaugt und die der Kulturflasche 
entsprechende Menge an neuem Medium (am besten bereits im Brutschrank vorgewärmt 
und begast) wieder zu den Zellen pipettiert. 
 
 
III.2.3. Ablösen der Endothelzellen 
 
Ist in der Kulturflasche Konfluenz erreicht, d.h. die gesamte Oberfläche der Kulturflasche ist 
mit Zellen bedeckt, besteht die Gefahr einer Kontaktinhibition und die Zellen hören auf, sich 
zu teilen. Dabei sollte man im Regelfall „bei strikt adhärenten Zelllinien die vollständige 
Konfluenz nicht abwarten“18, da bei zu hoher Zelldichte die Proliferationsrate stark absinkt 
und dies zum Absterben einer Kultur führen kann. Daher empfiehlt sich die regelmäßige 
Kontrolle unter dem Mikroskop. Der Wachstumsprozess und dessen Geschwindigkeit sind 
u.a. vom Medium (Hersteller, Proteingehalt, Wachstumsfaktoren) und der Zellkonzentration 
bei der Aussaat, aber auch von der Güte der aufgetauten Endothelzellen abhängig.  
 13 
 
Nach Erreichen einer 90%igen Konfluenz werden die Zellen abgelöst (Protokoll siehe Tabelle 




1 Medium mit einer Pasteurpipette absaugen 
2 Waschen mit 5 ml 1xPBS  
3 PBS absaugen 
4 Zugabe von 1 ml, 0,5% Trypsin/EDTA, kurze Inkubation (< 1 min) im Brutschrank 
und festes Klopfen auf die Ränder der Kulturflasche, damit sich alle Zellen ablösen 
5 Abstoppen der Proteaseaktivität des Trypsins durch Zugabe von Medium mit 10% 
FKS im Verhältnis 2:1 zum eingesetzten Trypsin  
6 Resuspendieren und Umpipettieren in ein 15 ml Falcon-Röhrchen 
7 Zentrifugieren bei 1200 UpM, Raumtemperatur für 4 Minuten 
8 In 1 ml Medium resuspendieren 
Tabelle III.4: Protokoll zum Ablösen von Endothelzellen 
 
III.2.4. Anlegen einer Zwischenkultur 
 
Wie bereits oben unter III.2.3. erwähnt, können Endothelzellen bei Konfluenz nicht weiter 
wachsen. Möchte man sie dennoch weiter kultivieren, da man z.B. für einen Versuch eine 
höhere Zellzahl benötigt, als auf der verwendeten Kulturoberfläche erreicht werden kann, 
legt man eine Subkultur an, indem man die Zellen aus einer alten Kulturflasche in eine neue 
überführt. Man bezeichnet diesen Vorgang als Passagieren der Zellen 19 . Wurden 
Endothelzellen aufgetaut und ausgesät, befinden sie sich in Passage 2, nach einer weiteren 
Subkultur in Passage 3, usw. Beim Anlegen einer Subkultur geht man genau nach dem unter 
III.2.3. aufgeführten Protokoll zum Ablösevorgang vor und überführt die Zellsuspension in 









III.3.1.1. Zellzahlbestimmung mit CASY® 
 
III.3.1.1.1. Messprinzip 
Die Zellzahl wird mit dem CASY® Cell Account System bestimmt. Es ist ein automatisiertes 
Verfahren, bei dem Zellen, die zuvor in einer Elektrolytlösung (Casyton®) suspendiert 
wurden, in eine Messpore innerhalb einer Kapillare gesaugt werden. Wenn die Zelle in die 
Kapillare eindringt, kommt es zu einem elektrischen Puls, der mit einer 
Widerstandserhöhung einhergeht, wobei die Anzahl der Pulse der Zellzahl in der Probe 
entspricht. CASY® kombiniert die Messprinzipien der Widerstandsmessung (ermöglicht die 
Zellzahlbestimmung) und der Pulsflächenanalyse. Da die jeweilige Pulsfläche mit dem 
Zellvolumen korreliert, kann neben der Zellzahl der Probe auch die Größenverteilung der 
Zellen angezeigt werden. Somit können über die Definition des Messbereichs auch 
Zelltrümmer, tote und vitale Zellen, Zellaggregate oder spezifische Zellarten quantifiziert 
werden. 
Da Endothelzellen zur Bildung von Aggregaten neigen, arbeitet die Software mit dem so 
genannten „aggregation factor“, ein von der Software berechneter Faktor, mit dem die 




Grundsätzlich folgt die Zellzahlbestimmung mittels CASY® immer dem gleichem Schema: Die 
Zellen werden nach dem in III.2.3. vorgestellten Protokoll von der Oberfläche, auf der sie 
wachsen, abgelöst. Danach wird in der erhaltenen Zellsuspension die Zellzahl mit CASY® 
bestimmt, indem 20 µl der Zellsuspension in 5 ml Casyton®, das in einen speziellen 
Messfalcon vorgelegt wurde, pipettiert werden. Anschließend stellt man diesen Messfalcon 
unter die Kapillare des CASY® und beginnt mit der Messung. Zur Auswertung ist dabei die 
Berechnung des Verdünnungsfaktors essentiell (in diesem Beispiel 51). Ist die 
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Zellkonzentration zu hoch, kann die Probe entsprechend verdünnt werden. Außerdem kann 
man sich das Ergebnis der Zellzählung mit und ohne Aggregationsfaktor darstellen lassen. 
Das folgende Protokoll stellt nochmal detailliert alle Schritte vom Ablösen bis zur Zellzählung 
dar, wenn die Zellzahl im Well einer 96-Well-Platte bestimmt werden soll: 
 
Schritt Vorgehen 
1 Absaugen des Mediums (150 μl/Well) mit Hilfe einer Kanüle  
2 Waschen durch Zugabe von 1xPBS (200 μl/Well) 
3 Absaugen des PBS mit einer Kanüle 
4 Ablösen der Zellen: Zugabe von 50 μl Trypsin pro Well 
5 Kontrolle des Ablösevorgangs unter dem Mikroskop 
6 Abstoppen der Proteaseaktivität des Trypsins durch Zugabe von 100 μl Medium 
7 Lagerung auf Eis während der Zellzählung 
8 Resuspendieren und 100 μl in 5 ml Casyton® pipettieren (Verdünnungsfaktor 51) 
9 Mischen 
10 Zellzahl mit dem CASY® bestimmen, inklusive Zellvolumen, Durchmesser und 
Aggregationsfaktor; Angabe der Zellzahl mit und ohne Aggregationsfaktor 




III.3.1.2. Zellzahlbestimmung mit der Neubauer Zählkammer 
 
III.3.1.2.1. Messprinzip 
Die Zellzahlbestimmung mit der Neubauer Zählkammer ist ein Verfahren, bei dem Zellen 
manuell unter dem Lichtmikroskop gezählt werden. Dabei handelt es sich bei der Neubauer 
Zählkammer um eine Glasplatte mit einer zentralen Vertiefung (0,1mm Tiefe). Durch 
Auflegen eines Deckglases wird ein Raum mit einem definierten Volumen geschaffen, in den 
eine Zellsuspension, deren Zellzahl man bestimmen möchte, pipettiert wird. Auf dem Boden 
 16 
 
der Vertiefung sind sogenannte Zählgitter in das Glas geätzt: Sie bestehen bei der Neubauer 
Zählkammer aus 3x3 Großquadraten (Kantenlänge je 1 mm), wobei das zentrale 
Großquadrat nochmals in 5x5 Gruppenquadrate (Kantenlänge 0,2mm) unterteilt ist. 
Nachdem die Zellsuspension in die Zählkammer eingebracht wurde, sind unter dem 
Lichtmikroskop die Zellen im Zählgitter zu sehen. Je nach Zelltyp werden nun die Zellen in 
einem oder mehreren Groß- oder Gruppenquadranten ausgezählt und danach mit einem 
Faktor multipliziert. Der Faktor berechnet sich aus  dem Kehrwert des Produkts aus 
Quadratfläche und Kammerhöhe. So erhält man die Zellzahl pro Volumeneinheit. 
 
III.3.1.2.2. Vorgehen 
Je nach Zelltyp wird eine unterschiedliche Anzahl an Gruppenquadraten ausgezählt und die 
ermittelte Zellzahl mit einem Faktor multipliziert. Da in den Versuchen dieser Arbeit die 
Neubauer Zählkammer zum Zählen von Thrombozyten verwendet wurde, bezieht sich das 
folgende Protokoll auf die Ermittlung der Thrombozytenzahl. 
 
Schritt Vorgehen 
1 Vorbereitung der Neubauer Zählkammer: fuselfrei säubern, befeuchten  
2 Deckglas auflegen: Beachten der Newton’schen Farbringe (erscheinen, wenn das 
Deckglas fest an der Neubauer Zählkammer haftet) 
3 Pipettieren der Zellsuspension: Die Zellsuspension wird senkrecht in die Vertiefung 
vor dem Deckglas pipettiert; durch die Kapillarkräfte wird die Suspension unter das 
Deckglas gezogen 
4 10 Minuten warten, damit sich die Zellen absetzen 
5 Mikroskopische Auszählung von 5 Gruppenquadraten (20er oder 40er Objektiv) 
6 Multiplikation des Zählergebnisses mit dem Faktor 1000 










Mit der MTS Reaktion kann eine Aussage über die Stoffwechselleistung von Zellen gemacht 
werden. Bei der MTS-Reaktion (mitochondrial targeting sequence) werden die Zellen mit der 
Owen’s Reagenz [3-(4,5-dimethylthiazol-2-yl)-5-(r-carboxymethoxyphenyl)-2-(4-sulfophenyl)-
2H-tetrazolium] zusammen inkubiert. Bei stoffwechselaktiven Zellen wird das Tetrazolium 
der Owen’s Reagenz in ein orangefarbenes Formazan reduziert – unter Verbrauch von NADH 
und NADPH. Je stoffwechselaktiver Zellen sind, desto mehr NADH und NADPH werden von 
mitochondrialen Enzymen produziert und zur Verfügung gestellt und desto mehr 
Tetrazolium kann in Formazan umgewandelt werden, wodurch eine dementsprechend 
dunklere Färbung entsteht. Die Absorption wird bei 490 nm gegen 650 nm gemessen. Als 






1 Herstellung einer 1:6 Verdünnung der MTS Reagenz (Owen’s Reagenz) mit 
Endothelzell-Basalmedium von Promocell® in benötigter Menge 
2 Absaugen der Überstände in der 96-Well-Platte (150 μl) mit einer Kanüle, Waschen 
durch Zugabe von 1xPBS (200 μl/Well); Absaugen des PBS mit einer Kanüle 
3 Pipettieren von 120 μl der verdünnten MTS Reagenz (entspricht 20 μl MTS-Reagenz 
und 100 μl Basalmedium) im Dunklen 
4 Leerwert: je 120 µl der Owen’s Reagenz in vier leere Wells pipettieren (= Blank) 
5 Inkubation im Brutschrank für 1 h bei 37°C, 5% CO2, dunkel 
6 Messung der Absorption bei 490 nm gegen 650 nm im ELISA Reader 








Der Test soll die Adhäsion isolierter Thrombozyten an Endothelzellen oder verschiedenen 
Kunststoffen quantifizieren. Dazu werden isolierte Thrombozyten mit Calcein gefärbt und 
mit den Endothelzellen bzw. den Kunststoffen koinkubiert. Die Zahl der adhärierten 
Thrombozyten wird über Fluoreszenzmessung mit dem Fluorimeter „Victor“ bestimmt. Dafür 
werden sie nach der Adhäsion lysiert. Durch Erstellen einer Verdünnungsreihe mit 
bekannten Zahlen calceingefärbter Thrombozyten (Zellzahlbestimmung der Thrombozyten in 
der Neubauerzählkammer), kann über eine Eichgerade von der relativen Fluoreszenz auf die 




Tabelle III.8 gibt detailliert das Vorgehen beim Trombozytenadhäsionstest wieder. Da in 
dieser Arbeit untersucht werden sollte, ob sich mit TNFα aktivierte Endothelzellen 
hinsichtlich der Thrombozytenadhäsion anders verhalten als nicht aktivierte, werden die 
Schritte, die zur Aktivierung der Endothelzellen mit TNFα nötig sind, bereits hier der 
Vollständigkeit des Protokolls halber vorweggenommen. 
 
Schritt Vorgehen 
1 Aktivierung der Endothelzellen mit TNFα durch Pipettieren von 10 μl einer TNF α 
Lösung der Konzentration 160 ng/ml. (entspricht der 1:31,25 verdünnten 
Stammlösung der Konzentration 5000 ng/ml) in die dafür vorgesehenen Wells mit 
150 μl Medium.  
Volumen pro Well ist dann also 160 μl mit einer Konzentration an TNFα von           
10 ng/ml 
2 Inkubation der Platte mit den aktivierten und nicht aktivierten Zellen im 
Brutschrank für 4 Stunden bei 5 % CO2, 37° C 
3 Während die Zellen inkubieren: Abnahme von 60 ml Vollblut im Citratröhrchen 
(entspricht 6 Citratröhrchen); Verwerfen der ersten 5 ml, Rest 15 min ruhen lassen 
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4 Zentrifugieren bei Raumtemperatur, 1100UpM, ohne Bremse für 15 Minuten 
5 Überführen der Fraktion über der sedimentierten Erythrozyten-, 
Leukozytenfraktion (= platelet rich plasma PRP) in 5 ml Polypropylenröhrchen 
6 Zugabe von ACD (10 Volumenprozent), erneute Zentrifugation bei 37°C, 1400 UpM, 
mit Bremse für 10 min 
7 Resuspension des Zellpellets in 1 ml RPMI + 10 % ACD 
8 Zugabe von 5 μl Calcein AM pro ml, Inkubation bei 37°C, 5% CO2 für 15 min, dunkel 
9 Auffüllen der Polypropylenröhrchen auf 5 ml mit RPMI + 10 % ACD 
10 Zentrifugation bei Raumtemperatur, 1400 UpM für 10 min 
11 Absaugen des Überstandes, resuspendieren des Zellpellets in 1ml RPMI ohne ACD 
12 Zellzählung in der Neubauer Zählkammer unter dem Mikroskop 
13 Erstellen einer seriellen Verdünnungsreihe beginnend mit der unverdünnten 
Konzentration; Volumen: 50 µl / Well 
14 4 Stunden nach der Aktivierung mit TNFα: Absaugen des Mediums von den 
Endothelzellen 
15 Zugabe von 50 μl pro Well der unverdünnten Thrombozytensuspension auf die 
Endothelzellen und Koinkubation für 30 min im Brutschrank 
16 3 Mal waschen mit PBS 
17 Zugabe von 50 µl RPMI pro Well 
17 Zugabe von 60 μl 1xTriton zu den Wells mit den Endothelzellen und zur seriellen 
Verdünnungsreihe → Lyse; Volumen in allen Wells: 110 µl  
18 Inkubation auf dem Schüttler bei Raumtemperatur im Dunkeln für 1 h 
18 Einfrieren der Proben über Nacht bei -18°C 
19 Auftauen der Proben auf dem Schüttler im Dunkeln bei Raumtemperatur 
20 Messung im Fluorimeter bei 485 nm – 535 nm (Fluorescein) 












Der Nachweis der Adhäsion von PBMCs (Peripheral Blood Mononuclear Cells) verläuft nach 
dem gleichen Prinzip wie der Test zum Nachweis von Thrombozytenadhäsion (vgl. III.3.3.). 
Statt calceingefärbter Thrombozyten werden calceingefärbte PBMCs eingesetzt. Die 
Isolierung, Färbung und Koinkubation mit aktivierten bzw. nicht-aktivierten Endothelzellen 
wird in Tabelle III.9 beschrieben. Die Quantifizierung der adhärierten Zellen erfolgt ebenso 
wie bei den Thrombozyten durch die Messung der relativen Fluoreszenz nach Färbung mit 








1 Abnahme von 30 ml Vollblut im EDTA Röhrchen, 15 min ruhen lassen 
2 Überführen des Vollblutes in ein 50 ml Falcon Röhrchen, in das 15 ml FICOLL Lösung 
vorgelegt wurde. Zentrifugation bei Raumtemperatur, 1800 UpM, ohne Bremse für 
15 min 
3 Überführen des Buffy Coats in ein frisches 50 ml Falcon Röhrchen und zweimaliges 
Waschen mit 1xPBS, dabei Zentrifugation bei 4°C, 1100UpM, mit Bremse für 10 min 
4 Resuspension des Zellpellets in 2 ml HSVEC Medium und Zugabe von 10 μl Calcein 
AM 
5 Inkubation bei 37°C, 5% CO2 für 15 min 
6 Auswaschen des Calcein-AM mit 1xPBS, Zentrifugation bei 4°C, 1100UpM, mit 
Bremse für 10 min 




8 Verdünnen der PBMC Lösung auf eine Konzentration von 1,2 x 106 Zellen/ml 
9 Erstellen einer seriellen Verdünnungsreihe von 2x105 bis 7500 PBMCs pro 150 μl zur 
Ermittlung einer Standardgeraden 
10 Zugabe von 150μl der PBMC Suspension (entspricht 2x105 Zellen) zu den 
Endothelzellen 
11 Koinkubation mit den Endothelzellen bei 37°C, 5 %CO2 für 15 min 
12 Mehrmaliges Waschen mit PBS (3mal) 
13 Absaugen des PBS und Lyse mit 60 μl Triton pro Well; Inkubation auf dem Schüttler 
bei Raumtemperatur im Dunkeln für 1 h 
14 Einfrieren der Proben bei Nacht bei -18° C 
15 Auftauen der Proben auf dem Schüttler im Dunkeln 
16 Messung der Fluoreszenz mit dem Fluorimeter bei 485-535 nm (Fluorescein) 
Tabelle III.9: Protokoll zum PBMC Adhäsionstest  
 
 
III.4. Statistische Auswertung 
 
Wie bereits aus den oben aufgeführten Protokollen ersichtlich ist, wurden alle Versuche der  
statischen Kultur in Vierfachbestimmung durchgeführt. Aus den gemessenen Werten wurde 
so für jede Kultur aus vier Werten ein Mittelwert und die Standardabweichung berechnet. 
Da es sich bei den Daten um miteinander verbundene Stichproben handelte, die zudem nicht 
einer Normalverteilung entsprachen, wurden für die statistische Auswertung 
nichtparametrische Tests herangezogen: Zunächst wurde ein Friedman Test durchgeführt. 
Falls der Friedman Test einen p-Wert von p<0,05 ergab, wurde zur weiteren Auswertung der 
Wilcoxon Test auf die Daten angewendet. Als signifikant wurde ein p-Wert im Wilcoxontest 






IV. Methodik der einzelnen Versuche 
 
IV.1. Statische Versuche im 96-Well  
Ziel der statischen Zellkulturversuche war die Untersuchung des Einflusses von titanisierten 
und nicht-titanisierten PU-Oberflächen auf das Wachstum, die Stoffwechselaktivität und die 
Funktion von Endothelzellen (Thrombozyten-, PBMC-Adhäsion).  
 
IV.1.1. Übersicht über den Versuchsaufbau 
 
Untersuchungsmaterial (Oberfläche: 0,3 cm2): 
PU: Poly(ether)urethane; Material-Nr. 50046 (DUALIS, Seefeld), Hersteller: Mecora 
(Aachen) 
tiPU: PU, Material-Nr. 50046, beschichtet mit Titancarboxonitrid (pmf medical titanium, 
Nürnberg)*14 
PS: Referenzmaterial, Polystyrol (tissue cultured polystyrol), übliche 
Zellkulturoberfläche20 
*  Beschreibung der Beschichtungstechnik bei Lehle et al. 200314 
 
Untersuchungsmethoden:  
Zur Untersuchung des Proliferationsverhaltens und der mitochondrialen 
Stoffwechselaktivität der Endothelzellen wurden zu drei Zeitpunkten (Tag 3, 5 und 7 nach 
Aussaat im 96-Well) die Zellzahl mittels CASY® (III.3.1.) und die Stoffwechselaktivität der 
Endothelzellen per MTS Reaktion (III.3.2.) bestimmt. Um die Biokompatibilität des 
Untersuchungsmaterials darzustellen, wurde am Tag 7 nach Aussaat die 











Anlegen einer Vorkultur (T25) über 3-7 Tage 
↓ 
 
Abbildung IV.1: Schematische Darstellung des Versuchsprotokolls 
 
Für jede einzelne der verschiedenen Methoden, d.h. Zellzahlbestimmung, MTS Messung, 
Thrombozytenadhäsionstest, PBMC-Adhäsionstest, wurde eine eigene 96-Well-Platte 
verwendet. Dieses Versuchsprotokoll wurde insgesamt 6 Mal durchgeführt: Mit 4 
verschiedenen, voneinander unabhängigen Endothelzellkulturen aus der Vena Saphena 
(HSVEC, human saphenous vein endothelial cells) und 2 HUVEC Kulturen (human umbilical 
vene endothelial cells), jeweils in Vierfach-Bestimmung. Dabei wurde immer dasselbe 
Medium verwendet [M 199 mit 10% FKS und einem Promocell Supplementpack (genaue 
Zusammensetzung siehe Materialliste)]. Da die zugrunde liegenden Prinzipien und das 
Aussäen der Zellen auf 96-Well-
Platten mit 5000 Zellen/Well 







































Vorgehen der einzelnen Methoden bereits oben unter III.2. und III.3. vorgestellt wurden, 
wird im Folgenden nun auf die spezifische Durchführung der Methoden eingegangen. 
 
IV.1.2. Protokoll zur Zellzahlbestimmung im 96-well-Maßstab 
 
IV.1.2.1. Belegung der 96-Well-Platte 
 
Sämtliche Plättchen wurden zunächst mit Ethanol (70%) bei einer Einwirkzeit von 12 
Stunden behandelt und danach unter der Sterilbank getrocknet. Danach wurden sie mit 
einer Pinzette vorsichtig in die Wells der 96-Well-Platte eingepasst und mithilfe eines 
ebenfalls sterilen Metallrings, der von oben auf das Kunststoffplättchen gesetzt wurde, 
fixiert. Für jeden der drei geplanten Messzeitpunkte wurde eine eigene Platte verwendet. 
Durch die Vierfachbestimmung bei drei verschiedenen Materialien ergibt sich somit für jede 






























Anschließend wurden alle 12 belegten Wells mit Fibronectin beschichtet, um eine bessere 
Adhäsion der Endothelzellen an der Oberfläche zu gewährleisten (Tabelle IV.1).  
 
Schritt Vorgehen 
1 Verdünnung der Fibronektinstammlösung um den Faktor 100 auf 10 μg/ml (1xPBS)  
2 Pipettieren von 50 μl der verdünnten Fibronectinlösung pro Well 
3 Leicht schwenken, so dass sich das Fibronectin gleichmäßig im Well verteilt 
4 Inkubation im Brutschrank bei 37°C, 5% CO2 für 30 Minuten 
5 Absaugen der Fibronectinlösung mit einer Glaspipette 
Tabelle IV.1: Protokoll zur Beschichtung der Wells mit Fibronectin 
 
 
IV.1.2.3. Zellen aussäen 
 
Zur Zellaussaat wurden die Zellen zuerst von der Kulturflasche (T 25) nach dem Protokoll in 
III.2.3. abgelöst und die Zellzahl mittels CASY® (III.3.1.) bestimmt. Anschließend wurde die 
Zellsuspension entsprechend der gemessenen Zellzahl in der Suspension auf eine 
Konzentration 33.333 Zellen/ml verdünnt, was 5000 Zellen auf 150 µl Medium entspricht. 
Mit einer Mehrkanalpipette (8-Ausgänge) wurden nun 150 µl der Zellsuspension in jedes 










Um Aufschluss über das Wachstum der Zellen auf den verschiedenen Materialien zu 
erhalten, wurde nun zu 3 Zeitpunkten (Tag 3, 5, 7 nach Aussaat (=Tag 1)) die Zellzahl in den 
Wells mittels CASY® bestimmt. Bei den verbleibenden Platten wurde das Medium 
gewechselt (Abb. IV.1).  
 
IV.1.3. Protokoll zur MTS Messung im 96-well-Maßstab 
 
Bei diesem Versuchsaufbau wurde exakt gleich vorgegangen wie bei der Zellzahlbestimmung 
(IV.1.2.): Die Kunststoffplättchen wurden in die Wells eingepasst und mit Fibronectin 
beschichtet. Danach wurden 5000 Zellen pro Well ausgesät. Ebenso wie bei der 
Zellzahlbestimmung wurde zu drei Zeitpunkten, an den Tagen 3, 5 und 7 nach der Aussaat 
die MTS Reaktion gemessen, wobei für jeden Messzeitpunkt eine eigene Platte verwendet 
wurde und bei den verbleibenden Platten ein Mediumwechsel durchgeführt wurde. Die 
Quantifizierung der MTS Reaktion erfolgte durch Messung der Absorption im ELISA Reader. 
Es wurde die MTS-Absorption pro 0,3 cm2 (Daten aus ELISA-Reader) und die MTS-Absorption 





IV.1.4. Protokoll zum Thrombozytenadhäsionstest im 96-well-Maßstab 
 
Die Vorbereitung des Untersuchungsmaterials erfolgte analog zu IV.1.2.1. Das 














Abbildung IV.3: Belegungsmuster einer 96-Well-Platte für den Thrombozytenadhäsionstest. „Aktiviert“ bzw. 
„Nicht aktiviert“ bezieht sich auf die Aktivierung der ausgesäten Endothelzellen mit TNF α (10ng/ml) (siehe 
dazu Tabelle III.7). 
 
Analog zur Zellzahlbestimmung wurden die Untersuchungsmaterialien mit Fibronectin 
beschichtet, mit 5000 Zellen pro Well bestückt und über 7 Tage im Brutschrank kultiviert 
(Mediumwechsel am Tag 3 und 5). Aufgrund der ermittelten Zellzahlen und der 
mikroskopischen Kontrolle an Tag 7 wurde postuliert, dass sich zu diesem Zeitpunkt in allen 
Wells, in denen Endothelzellen ausgesät wurden, ein konfluenter Monolayer gebildet hat 
und somit kein blankes Material den Thrombozyten für eine Adhäsion zugänglich ist. Die 
Quantifizierung der adhärierten Thrombozyten erfolgte durch Fluoreszenzmessung 
(III.3.4.1.). Zur Umrechnung von der relativen Fluoreszenz auf die Thrombozytenzahl wurde 
mithilfe einer seriellen Verdünnungsreihe eine Eichgerade ermittelt. Die Steigung der 
Eichgeraden entspricht dem Umrechnungsfaktor (8,97 x 10-4). Die Eichgerade ist in 
Abbildung IV.4. dargestellt: 
           
nicht aktiviert    aktiviert 
OOOOOOOO PU + Endothelzellen 
OOOOOOOO tiPU + Endothelzellen 
OOOOOOOO PS + Endothelzellen 
OOOOOOOO 
OOOOOOOO PU ohne Endothelzellen 
OOOOOOOO tiPU ohne Endothelzellen 









Abb. IV.4: Standardgerade zur Errechnung der Thrombozytenzahl. Werte einer seriellen Verdünnungsreihe 





IV.1.5. Protokoll zum PBMC-Adhäsionstest im 96-well-Maßstab 
 
Der Nachweis der Adhäsion von PBMCs (Peripheral Blood Mononuclear Cells) verlief nach 
dem gleichen Schema wie die Thrombozytenadhäsion, nur dass statt der calceingefärbten 
Thrombozyten calceingefärbte PBMCs eingesetzt wurden. Die Belegung der 96-Well-Platte 
sowie der gesamte weitere Versuchsaufbau entsprachen exakt dem 
Thrombozytenadhäsionstest, der in IV.1.4. beschrieben wurde. Auch hier wurde anhand 
einer seriellen Verdünnungsreihe eine Eichgerade ermittelt, deren Steigung (0,12) als 






Abb. IV.5: Standardgerade zur Errechnung der PBMC Zahl. Werte einer seriellen Verdünnungsreihe aus einer 




IV.2. Dynamische Versuche mit der Perfusionsanlage 
 
Nachdem unter statischen Kulturbedingungen Wachstum und Funktion von Endothelzellen 
auf Polyurethan und titanisiertem Polyurethan untersucht wurden, stellt sich nun die Frage, 
ob Endothelzellen auch auf Polyurethan adhärieren, wenn sie einer pulsatilen Strömung mit 







IV.2.1. Übersicht über die Perfusionsanlage 
 
Zu diesem Zweck wurde gemeinsam mit den Verfahrenstechnikern der Firma DUALIS 
Medtec (Seedorf) und des DLR (Deutsches Zentrum für Luft- und Raumfahrt,  
Oberpfaffenhofen) ein erster Prototyp für eine Perfusionsanlage entwickelt (Abb. IV.6).  
 
Abbildung IV.6: Bauplan der Perfusionsanlage; Dualis Medtec GmbH, Oberpfaffenhofen, 16.6.2009 
 
Eine Medospumpe erzeugt dabei eine pulsatile Strömung, der die Endothelzellen in vier PU-
Schläuchen ausgesetzt sind. Die PU-Schläuche werden über Dreiwegehähne mit einer 
Endothelzellsuspension gefüllt. Durch anschließende definierte Rotation der 
Perfusionsanlage soll eine möglichst gleichmäßige Verteilung adhärenter Endothelzellen 
erreicht werden. Danach wird untersucht, ob der im besten Fall gleichmäßige Endothelzell-
Monolayer auch einer pulsatilen Strömung standhält, indem die Pumpe angeschaltet wird. 
Mit der ersten Generation dieser Perfusionsanlage (siehe Bauplan) ließen sich keine 
Versuche durchführen. Die nötigen Modifikationen, die vorgenommen werden mussten, um 
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Versuche durchzuführen, sind im Kapitel V.2.1. als Teil der Ergebnisse dieser Arbeit 
aufgeführt. Damit der Leser die nun folgenden Methoden und Protokolle zur Arbeit mit der 
Perfusionsanlage besser nachvollziehen kann, werden hier - anstatt eines Bauplans - Bilder 
der modifizierten Perfusionsanlage präsentiert. Mit dieser Anlage wurden letztlich die 
Versuche zu Endothelzelladhäsion und Wachstum durchgeführt.   
 
   




IV.2.2. Methoden zum Gebrauch der Perfusionsanlage 
 
IV.2.2.1. Messung der Volumenströme 
 
Da die Volumenströme für die Größe der Scherkräfte verantwortlich sind, die auf die 
Endothelzellen wirken, mussten diese vor dem Seeding bestimmt werden. Die 
Volumenströme, die in den Polyurethanschläuchen herrschen, sind von der Pumpleistung 
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der Medospumpe abhängig, wobei sich deren Leistung durch das Einstellung der Spannung 
verändern lässt. In den Vorversuchen wurden die Volumenströme bei 12 Volt bestimmt. 
Dabei wurde auch überprüft, ob in allen vier Schläuchen das gleiche Volumen fließt.  
Für die Messung wurde das Gerät „nova flow“ der Firma „Novalung“ (siehe Materialliste) 
verwendet. Die Messungen wurden durchgeführt, indem die Perfusionsanlage mit Wasser 
befüllt und an dem Netzteil für die Medospumpe eine beliebige Spannung angelegt wurde, 
z.B. 12 V. Die Polyurethanschläuche wurden mit Fett oder Öl befeuchtet und dann der 
Druckabnehmer des Volumenstrommessgeräts um den zu messenden PU-Schlauch gelegt. 
Danach wurde gemessen, wie viel Wasser in einer Minute durch den Schlauch geflossen ist. 
Dieser Wert ergibt den Volumenstrom in ml/min.  Die Messungen wurden mehrmals 
wiederholt.  
 
IV.2.2.2. Kultivierung der Endothelzellen 
 
Alle Versuche wurden mit HSVEC durchgeführt. Als Medium wurde das gleiche Medium wie 
bei den statischen Versuchen (Kapitel IV.1.) verwendet: M 199, 10% FKS mit einem 
Promocell Supplementpack (Zusammensetzung siehe Materialliste).  Es wurden mindestens 
2x106 Endothelzellen aufgetaut und auf einer Kulturflasche T 175 ausplattiert. Nach 5 bis 7 
Tagen war auf dieser ein konfluenter Endothelzellrasen unter dem Lichtmikroskop zu sehen, 
so dass die Zellen abgelöst und auf zwei weitere T 175 oder eine „Triple Flask“ Kulturflasche 
passagiert werden konnten. Die Endothelzellen befanden sich zum Seeding in Passage 4. 
 
IV.2.2.3. Vorbereitung der Perfusionsanlage 
 
Bevor die Perfusionsanlage für einen Versuch verwendet werden kann, müssen mehrere 
Vorkehrungen getroffen werden: Die Polyurethanschläuche müssen an den dafür 
vorgesehenen Stellen eingebaut werden. Ein Ende wird auf den Dreiwegehahn, das andere 
Ende auf das Glasröhrchen gesteckt, wobei der Schlauch bis über die „Olive“ geschoben 
werden muss, um Dichtigkeit zu gewährleisten. Diese Steckverbindungen werden mit 
Parafilm fest umwickelt und so abgedichtet. Da die Perfusionsanlage für die Versuche steril 
sein muss, werden alle Kappen und Verschlüsse abmontiert, die Anlage wird mit Ethylenoxid 
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in der Zentralsterilisation sterilisiert und direkt vor dem Versuch unter der Sterilbank unter 
Wahrung der Sterilität wieder zusammengesetzt. 
 
IV.2.2.4. Vorbereitung des Mediums 
 
Damit das Medium zum Zeitpunkt des Seedings optimale Temperatur, CO2 Konzentration 
und pH-Wert hat, wurden 250 ml des Versuchsmediums am Abend vor dem Versuchstag in 
einem mit Aluminiumfolie abgedeckten Becherglas in den Brutschrank gestellt. Vorversuche 
haben ergeben, dass ab 6 Stunden Inkubation im Brutschrank die bestmöglichen Werte 
erreicht werden. Zur Überprüfung der Werte wurde eine 2 ml Probe zur Analyse mit dem 
Blutgasanalysegerät der Intensivstation entnommen. 
 
IV.2.2.5. Befüllen der Perfusionsanlage 
 
Unter der Sterilbank wird das Medium über das Compliancegefäß (siehe Abbildung IV.6) in 
die Perfusionsanlage gefüllt. Dabei ist es wichtig, dass sich nach dem Befüllen keine Blasen 
und kein Schaum im System befinden. Um dies zu gewährleisten, wird nach folgendem 





1 Deckel vom Compliancegefäß abnehmen 
2 180 ml Medium aus einem Becherglas vorsichtig in das Compliancegefäß geben 
und danach den Deckel wieder verschließen 
3 Anlage vorsichtig schwenken, bis sich das Medium im gesamten System 
gleichmäßig verteilt hat 
4 Medospumpe einschalten und langsam pumpen lassen (angelegte Spannung      
ca. 5 V) bis das Medium blasenfrei ist. (Luftblasen müssen durch den Strom ins 
Reservoirgefäß geschwemmt werden und steigen dort auf) 
5 Befinden sich nach mehreren Minuten immer noch Blasen im System (dies ist 
häufig z.B. in der Ein- und Ausstrombahn der Medospumpe der Fall), Anlage 
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erneut schwenken oder auf die Blasen klopfen. 
6 Medospumpe ausschalten und über das Compliancegefäß das restliche Medium 
bis zum gewünschten Füllstand zugeben. 





Auch das Seeding findet unter der Sterilbank statt. Damit die Endothelzellen an den PU-
Schläuchen adhärieren können, wurden diese mit Fibronectin beschichtet: 
Schritt Vorgehen 
1 In einem Becherglas werden 10 ml einer 1:100 Verdünnung der 
Fibronectinstammlösung mit der Endkonzentration 10 μg/ml hergestellt. 
2 Fibronectinlösung wird in eine 10 ml Spritze aufgezogen 
3 Dreiwegehähne der Perfusionsanlage so stellen, dass sie zum System hin 
geschlossen und nur zu den Schläuchen hin offen sind 
4 4 Bulldog-Klemmen bereit legen 
5 Spritze auf den ersten Dreiwegehahn setzen und 2 ml in den Schlauch spritzen 
6 Schlauch kurz vor dem Glasröhrchen mit einer Bulldog-Klemme abklemmen, damit 
sich das Fibronectin nicht im System verteilt, Dreiwegehahn verschließen; 
7 Mit den weiteren 3 Schläuchen genauso verfahren 
8 Inkubation für 1 h im Brutschrank bei 37° C, 5 % CO2 











IV.2.2.7. Seeding und Rotation der Perfusionsanlage 
 
Die beiden Verfahren zum Seeding und zur Rotation der Perfusionsanlage wurden im Laufe 
der Versuche weiterentwickelt um die Ergebnisse zu optimieren.  
Aufgrund der Konstruktion der ersten Generation der modifizierten Perfusionsanlage konnte 
das System nicht um 360° gedreht werden, sondern ausgehend von der horizontalen Ebene 
nur 90° in jede Richtung gedreht werden, so dass insgesamt eine Drehung von 180° möglich 
war. So wurde die Anlage alle 4 Minuten per Hand um ca. 23° weitergedreht (entspricht 8 
Positionen pro 180°), bis der Anschlag erreicht war, danach genau gleich in die 
Gegenrichtung. Dieses „Wippen“ wurde über 2 Stunden durchgeführt. 




1 Ablösen der Endothelzellen aus den Kulturflaschen (T 175 oder Triple Flask) 
2 Zellzählung mit CASY® 
3 Verdünnung auf 1x106 Zellen pro ml; d.h. 2x106 Zellen pro Schlauch 
3 Aufziehen von 8 ml der Zellsuspension in eine 10 ml Spritze 
4 Befüllen der Schläuche von Schlauch 1 bis 4 nacheinander über die Dreiwegehähne 
5 Schlauchenden werden ca. 5 mm vor dem Ende des Glasröhrchens mit einer 
Klemme abgeklemmt, so dass sich die Zellsuspension zwischen Klemme und 
Dreiwegehahn befindet.  
6 Anlage wird in den Brutschrank gestellt und der Elektromotor über Buchse im 
Brutschrank an das Netzteil angeschlossen.  
7 2 Stunden Rotation: 8 Haltepunkte auf 180°, Standzeit jeweils 4 Minuten; entspricht 
einer Drehung um 23° alle 4 Minuten 
Tabelle IV.4: Seeding und Rotation der ersten Versuche      
 
Da die Ergebnisse nach den ersten Versuchen zeigten, dass sich die Zellen so hauptsächlich 
am Boden der Schläuche absetzten und die obere Seite der Probenschläuche ohne Zellen 
blieb (siehe Ergebnisse V.2.4.1.), wurde die Anlage noch einmal überarbeitet. Mit der 
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zweiten Version der Anlage wurde eine 360° Rotation möglich. Zusätzlich wurde in den 
Versuchsaufbau eine Zeitschaltuhr integriert, die die Anlage über 2 Stunden alle 4 Minuten 
um 24° weiterdreht (15 Positionen auf 360°). Dieses Rotationsschema wurde für die 
folgenden Versuche verwendet, deren Ergebnisse in Kapitel V.2.4.2. zu finden sind. 
Schließlich wurde aufgrund der Ergebnisse in V.2.4.2. das Protokoll zum Seeding und das 
Rotationsschema nochmals überarbeitet. Die genaue Anleitung für ein Seeding mit einer 
gleichmäßigen Endothelzelladhäsion ist in folgendem Protokoll Tabelle IV.5 beschrieben. 
Nach diesem Schema wurden die Versuche zu Endothelzelladhäsion und Wachstum 
durchgeführt, deren Ergebnisse in V.3. zu finden sind. 
 
Schritt Vorgehen 
1 Ablösen der Endothelzellen aus den Kulturflaschen (T 175 oder Triple Flask) 
2 Zellzählung mit CASY® 
3 Verdünnung auf die gewünschte Zellzahl. Diese variiert je nach Versuch zwischen 
2x106 und 3,5 x106 Zellen pro ml und entspricht bei einem Schlauchvolumen von      
2 ml zwischen 4 und 7 Millionen Zellen pro Probenschlauch 
3 Aufziehen von 8 ml der Zellsuspension in eine 10 ml Spritze 
4 Befüllen des ersten (äußersten) Schlauches: 10 ml Spritze mit der Zellsuspension 
wird auf den Dreiwegehahn aufgesetzt und 2 ml der Zellsuspension werden langsam 
in den Probenschlauch gespritzt, bis die Zellsuspension am Glasröhrchen 
angekommen ist.  
5 Schlauchende wird ca. 5 mm vor dem Ende des Glasröhrchens mit einer Klemme 
abgeklemmt, so dass sich die Zellsuspension zwischen Klemme und Dreiwegehahn 
befindet.  
(Dauer des Befüllvorgangs: 1 min) 
6 Anlage wird von Hand rasch auf den Kopf gedreht (= 180° Drehung) und verweilt 
dort 1 min  
7 Anlage wird rasch zurückgedreht und der zweite Schlauch genau wie in Schritt 4 und 
5 befüllt; Dauer: 1 min 
8  Wiederholung von Schritt 6 
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9 Wiederholung von Schritt 4 und 5 mit Schlauch 3 
10 Wiederholung von Schritt 6 
11 Wiederholung von Schritt 4 und 5 mit Schlauch 4 
12 Wiederholung von Schritt 6 
13 Anlage wird auf dem Kopf stehend in den Brutschrank gestellt und der Elektromotor 
an die Kabel im Brutschrank angeschlossen. Nach Ablauf einer Minute wird sie 
wieder in die Ausgangsposition zurückgedreht.  
14 2 Stunden Rotation: 5 Haltepunkte auf 360°, Standzeit jeweils 4 Minuten; entspricht 
einer Drehung um 72° alle 4 Minuten 





Nachdem die Anlage zwei Stunden rotiert hat, wird davon ausgegangen, dass sich alle 
Endothelzellen gleichmäßig auf den PU-Schläuchen abgesetzt und adhäriert haben. Die 
Rotation wird eingestellt, die Klemmen/Dreiwegehähne an den PU-Schläuchen geöffnet, die 
Medospumpe über den Druckluftschlauch an den Antrieb angeschlossen und eine Spannung 
von 12 Volt angelegt. Dabei ist darauf zu achten, dass das Segel der Medospumpe auch 
vollständig durchgedrückt wird. Ist das nicht der Fall, muss die Segelposition in der 
Medospumpe mit der Stellung des Kolbens im Antrieb synchronisiert werden. Der 















Die Probenschläuche werden mikroskopisch analysiert, um die Endothelzellen, die auf dem 
PU adhäriert oder gewachsen sind, zu quantifizieren. Dafür werden die Proben mit 
Formaldehyd fixiert. Die Zellen erhalten eine Kernfärbung mit dem Fluoreszenzfarbstoff DAPI 
(4',6-Diamidin-2'-phenylindol-dihydrochlorid). Dabei bindet der Farbstoff selektiv an DNA, 
wodurch stark fluoreszierende DNA-DAPI Komplexe entstehen, während das Zytoplasma 
nicht fluoresziert. Die Proben werden unter dem Fluoreszenzmikroskop in der 10x 
Vergrößerung betrachtet. Repräsentative Ausschnitte werden fotografiert und können dann 
mit der Software ImageJ ausgewertet werden, indem der Flächenanteil der fluoreszierenden 
Kerne berechnet wird. Über eine zuvor erstellte Eichgerade (Abb. IV.8), bei der die Anzahl 
fluoreszierender Kerne gegen den berechneten Flächenanteil aufgetragen wird,  ist somit die 
Endothelzellzahl auf den PU Schläuchen quantifizierbar.  
 
Abb. IV.8: Standardgerade zur Umrechnung des Flächenanteils fluoreszierender Kerne auf die Zellzahl pro 
0,27 mm
2
. Steigung der Geraden (= Umrechnungsfaktor): 0,012 
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Tabelle IV.6 beschreibt das genaue Vorgehen zum Ausbau der PU Schläuche aus der 




1 Dreiwegehahn muss so stehen, dass der Zugang zum System geschlossen ist, eine 
Bulldog-Klemme wird 5 mm vor dem Glasröhrchen angesetzt. 
2 Anbringen einer zweiten Klemme (OP Klemme) ca. 2-3 mm hinter der             
Bulldog-Klemme 
3 Die Schläuche werden an der Oberseite mit einem Strich markiert und mit einem 
wasserfesten Marker nummeriert. 
4 Die Schläuche werden mit einer scharfen Schere zwischen den Klemmen und vor 
dem Dreiwegehahn vorsichtig durchtrennt. Der Schlauch darf dabei nicht 
kollabieren. 
5 Waschen der Proben in PBS: Die Klemme am Schlauch wird geöffnet und der 
Schlauch vorsichtig in ein 25 ml Falcon mit PBS getaucht 
6 Fixierung in 4% Paraformaldehyd: 8 ml Paraformaldehyd werden in ein 25 ml Falcon 
gefüllt und der Probenschlauch dort für 5-7-Minuten vollständig eingetaucht 
7 DAPI Färbung: 12 ml einer 1:100 verdünnten DAPI Stammlösung, Konzentration 
5µg/ml   wird in ein 25 ml Falcon gefüllt. Die fixierten Probenschläuche werden in 
diese Lösung getaucht, das Falcon geschlossen und mit Aluminiumfolie als 
Lichtschutz umwickelt. 
Tabelle IV.6: Fixierung und DAPI Färbung 
 
Beim Mikroskopieren tritt das Problem auf, dass die PU-Schläuche eine relativ dicke Wand 
besitzen und somit in ihrer Krümmung steif sind. Daher ist es nicht möglich, den Schlauch 
einfach auf einer Seite aufzuschneiden, auszurollen und mit einem Deckglas einzudeckeln.   
Um die Spannung zu reduzieren, wird ein 1 cm langes Schlauchteil aus der Mitte des PU-
Schlauchs mit einer scharfen Schere vorsichtig in fünf bzw. sechs etwa gleichgroße Scheiben 
geschnitten und diese auf einen Projektträger gelegt. Bei der Analyse der ersten 
dynamischen Versuche wurde der Schlauch noch in 5 Scheiben geschnitten. Es stellte sich 
jedoch heraus, dass eine bessere Bildqualität in der Mikroskopie erzielt werden konnte, 
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wenn der zu analysierende Schlauch in 6 statt 5 Scheiben geschnitten wurde. Daraufhin 
wurden alle weiteren Versuche mit 6 Teilstücken durchgeführt. Wie in Tabelle IV.6 
beschrieben, wurde bereits beim Ausbau aus der Perfusionsanlage die Oberseite des PU-
Schlauchs mit einem Strich markiert. An diesem Strich wird der Schlauch aufgeschnitten, in 
sechs gleich große Teilstücke geteilt und dann so auf den Objektträger gelegt, dass sie von 
oben nach unten den aufgeklappten Schlauch darstellen.  Teilstück 1 und 6 entsprechen also 
in etwa der Oberseite, 3 und 4 dem Boden, 2 und 5 der Wand des PU-Schlauchs. Als 
Eindeckmedium wird Fluromount® verwendet. Da herkömmliche Deckgläser den Druck nicht 
aushalten und zerspringen, wird zum Eindecken ein zweiter Objektträger verwendet, der mit 
Druck auf die Probe aufgelegt und mit Tesafilm fixiert wird. So wird gewährleistet, dass keine 
Luftblasen vorhanden sind und die Schlauchteile annähernd flach auf dem Objektträger 
liegen. Anschließend werden die Proben unter dem Fluoreszenzmikroskop in der 10x 
Vergrößerung mikroskopiert und fotografiert. 
Die einzelnen Schritte sind hier noch einmal tabellarisch aufgeführt: 
Schritt Vorgehen 
1 1 cm Schlauch wird aus der Mitte des Probenschlauchs herausgeschnitten 
2 Der Schlauch wird an der Markierung für die Oberseite aufgeschnitten und noch 
einmal der Länge nach halbiert, bevor dann jede Hälfte der Länge nach in 3 gleich 
große Stücke geschnitten wird 
3 Die 6 Einzelteile werden so auf den Projektträger gelegt, dass die Schlauch 
Innenseite nach oben schaut und die Schlauchstücke von oben nach unten dem 
aufgeklappten Schlauch entsprechen 
4 Pro Einzelstück ein Tropfen Fluromount 
5 Eindecken: Objektträger wird auf die Probe gedrückt und an den Enden mit 
Tesafilm fixiert 
6 Die Proben werden mikroskopiert (10er Objektiv) und fotografiert: pro Schlauchteil 
mindestens 1 repräsentatives Bild; ist eine Scharfstellung aufgrund der 
Oberflächenwölbung nicht möglich, werden mehrere Bilder im 20 μm Abstand 
aufgenommen und dann im Image J  aufeinander projiziert 
7 Auswertung im Image J 
Tabelle IV.7: Eindecken und Mikroskopieren der Proben 
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Tabelle IV.8 zeigt die einzelnen Schritte, die mit der Software ImageJ notwendig sind, um die 
Zellzahl zu ermitteln: 
 
Schritt Vorgehen 
1 Öffnen des Bildes; wurden mehrere Bilder vom gleichen Ausschnitt aufgenommen, 
werden alle gleichzeitig geöffnet 
2 Reduktion des Hintergrunds um 50 Pixel: Process→Subtract Background 
3 Evtl. Optimierung von Helligkeit und Kontrast: Image →Adjust 
→Brightness/Contrast 
4 Projektion der einzelnen Aufnahmen aufeinander: Image→Stacks→Images to 
Stack→Z-Project (max. intensity) 
5 Festlegen des Schwellenwerts (Threshold): Image→Adjust→Threshold (red, dark 
background) 
6 Bestimmung des Flächenanteils der markierten Fläche: Analyze→Measure 
7 Multiplikation des Flächenanteils mit dem Faktor 1/0,012 ergibt die Zellzahl pro 
1200x1600 Pixel (=269640,12 µm²) 
Tabelle IV.8: Auswertung im ImageJ 
 
IV.2.3.2. MTS Messung 
 
Wie in Kapitel IV.1.3. soll auch bei den Versuchen mit der Perfusionsanlage die 
Stoffwechselaktivität der Endothelzellen mit der MTS Reaktion und der Messung der 
Absorption dargestellt werden. Dabei wird grundsätzlich wie in III.3.2. vorgegangen, 
allerdings mit dem Unterschied, dass die Zellen sich nicht auf dem Boden einer 96-Well-
Platte befinden, sondern auf den PU-Schläuchen. Vor dem Fixieren der besiedelten PU-
Schläuche für die DAPI-Färbung werden Schlauchringe mit vitalen Zellen herausgenommen 








1 In eine 96-Well-Platte werden 200 µl MTS Reagenz pipettiert (1:6 Verdünnung der 
Stammlösung mit Endothelzell-Basalmedium von Promocell®) 
Pro Schlauch werden 4 Wells benötigt, dazu 4 Wells für den Blankwert. 
2 Von dem Probenschlauch werden vier 0,5 cm lange Stücke abgeschnitten und mit 
einer Pinzette in die Wells mit der MTS Lösung gelegt. 
3 Inkubation im Brutschrank für 1h bei 37°C, 5% CO2 
4 Umpipettieren von je 120 µl in ein neues Well 
5 Messung im ELISA Reader bei 490-650 nm 






















V.1. Einfluss von Polyurethan und titanisiertem Polyurethan auf 
Endothelzellen in der statischen Zellkultur 
 
Im ersten Teil der Ergebnisse wurde der Einfluss von PU und tiPU auf das 
Proliferationsverhalten (V.1.1.), die Stoffwechselaktivität (V.1.2.) und die Funktion 
(Thrombozytenadhäsion, V.1.3; Adhäsion von PBMC, V.1.4) von Endothelzellen untersucht. 




Das Proliferationsverhalten der EC wurde über sieben Tage verfolgt (Abb. V.1, V.2). EC 
wuchsen auf PS signifikant schneller (Wilcoxon-Test: p= 0,028). So lag die Zellzahl am 5. Tag 
um Faktor 6,1 ± 1,0 signifikant über der Ausgangszellzahl (p<0,001). Das Wachstum der EC 
auf PU war bis Tag 5 in allen Kulturen verlangsamt (Tag 3: 7990 ± 2470 EC/0,3cm²; Tag 5: 
10425 ± 2150 EC/0,3cm2). Nach der Durchführung von Friedmann- und Wilcoxon-Test zeigte 
sich, dass die Änderung der Zellzahl von Tag 3 auf Tag 5 nicht signifikant war (p=0,075). Erst 
am Tag 7 lag die Zellzahl auf PU um Faktor 4,0 ± 1,0 signifikant über der Ausgangszellzahl 
(p<0,001), erreichte jedoch nicht die Zellzahl der EC auf PS (Abb. V.3). Dies entspricht einer 
Zelldichte von 49% im Vergleich zur Kultivierung auf PS. Die Titanisierung der PU-Oberfläche 
beschleunigte das Proliferationsverhalten der EC, sodass am Tag 5 die ausgesäte Zellzahl um 
Faktor 3,8 ± 0,9 signifikant zunahm (p<0,001). Am Tag 7 wurde bei 4 von 6 Kulturen eine 
vergleichbare Zellzahl wie bei PS erreicht (Abb. V.1), sodass sich kein signifikanter 










Abb. V.1: Proliferationsverhalten von sechs Einzelkulturen (MW ± SD einer 4x-Bestimmung) auf 
Polyurethan (PU), titanisiertem Polyurethan (tiPU) und Polystyrol (PS) über sieben Tage. Zellzahl 










Abb. V.2: Mittelwert der Wachstumskurven aus sechs Einzelkulturen (MW ± SD) auf Polyurethan 
(PU), titanisiertem Polyurethan (tiPU) und Polystyrol (PS) über sieben Tage.  
Zellzahl gesamt = Zellzahl pro 0,3 cm2 
*: p ≤ 0,028 signifikant  






Abb. V.3: Vergleich der Zellzahlen am Tag 7 nach Aussaat (MW ± SD aus sechs Einzelkulturen) auf 
Polystyrol (PS), Polyurethan (PU) und titanisiertem Polyurethan (tiPU). Zellzahl gesamt = Zellzahl 
pro 0,3 cm2:  
*: p ≤ 0,028 signifikant  







Der MTS Test gibt Aufschluss über die mitochondriale Stoffwechselaktivität der EC, die auf 
den unterschiedlichen Materialien über sieben Tage kultiviert wurden. Die MTS-Absorption 
pro 0,3cm2 gibt die Summe der mitochondrialen Aktivität aller Endothelzellen, die zum 






Abb. V.4: Verlauf der Stoffwechselaktivität von sechs Einzelkulturen (MW ± SD aus einer 4x-
Bestimmung) auf Polyurethan (PU), titanisiertem Polyurethan (tiPU) und Polystyrol (PS) über 






Abb. V.5: Mittelwert der mitochondrialen Aktivität aus sechs Einzelkulturen (MW ± SD) auf 
Polyurethan (PU), titanisiertem Polyurethan (tiPU) und Polystyrol (PS) über sieben Tage; gemessen 
wurde die MTS-Absorption pro 0,3 cm2 als Maß für die mitochondriale Aktivität 
*: p ≤ 0,028 signifikant   







Abb. V.6: Vergleich der mitochondrialen Aktivität an Tag 7 nach Aussaat (MW ± SD aus sechs 
Einzelkulturen) auf Polystyrol (PS), Polyurethan (PU) und titanisiertem Polyurethan (tiPU); 
gemessen wurde die MTS-Absorption pro 0,3 cm2 
*: p ≤ 0,028 signifikant 
#: p ≤ 0,028 signifikant  
 
 
Wie aus Abbildung V.4 ersichtlich, lag die Stoffwechselleistung der EC, die auf PS kultiviert 
wurden, zu jeder Zeit signifikant über den Werten von PU und tiPU (Wilcoxon-Test: p = 0,028 
an Tag 3 und 7; p = 0,027 an Tag 5). Die Mittelwerte aus 6 Kulturen (Abb. V.5) geben an, dass 
bereits am Tag 5 die maximale Aktivität erreicht wurde, die dann bis Tag 7 unverändert 
blieb. Die geringste Stoffwechselleistung lieferten EC, die auf PU kultiviert wurden. Während 
am Tag 3 die MTS-Absorption pro 0,3 cm2 für EC auf PU und tiPU annähernd gleich war, lag 
am Tag 5 die Aktivität von EC auf tiPU um Faktor 1,7 ± 0,3 (p=0,027) signifikant über den 
Werten von EC auf PU (Abb. V.5). In den folgenden zwei Tagen nahm für beide Ansätze die 
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Aktivität weiter zu (Abb. V.5). Nach 7 Tagen zeigten EC auf PU bzw. tiPU nur 43% bzw. 67% 
der Stoffwechselleistung, die Zellen auf gleicher Fläche Polystyrol erreichten (Abb. V.6).  
Unter Berücksichtigung der Ergebnisse aus V1.1. wurde im Folgenden die 
Stoffwechselaktivität pro Zelle errechnet. Diese ergibt sich aus dem Quotienten von MTS-




Abb. V.7: Mitochondriale Aktivität pro Endothelzelle an Tag 7 nach Aussaat in Abhängigkeit vom 
Material. Darstellung der Mittelwerte mit Standardabweichung aus sechs Kulturen am Tag 7 nach 
Aussaat auf Polystyrol (PS), Polyurethan (PU) und titanisiertem Polyurethan (tiPU); Die MTS-




Bezüglich der mitochondrialen Aktivität pro Endothelzelle ergab sich kein signifikanter 













Die Thrombozytenadhäsion wurde am Tag 7 bestimmt. Aufgrund des Messverfahrens wurde 
in den folgenden Abbildungen die Thrombozytenadhäsion pro 0,3 cm2 angegeben. Zunächst 
wurde die Thrombogenität der Materialien ohne Endothelialisierung bestimmt (Abb. V.8). Es 
zeigte sich, dass auf blankem PU die wenigsten Thrombozyten adhärieren. Die 
Thrombozyten auf PS und tiPU waren im Vergleich dazu um Faktor 3,0 ± 2,3 (3,0 ± 1,7 bei 
tiPU) erhöht. Allerdings fiel eine hohe Streuung der Einzelwerte auf. Eine statistische 
Aussage hinsichtlich der Signifikanz der Unterschiede ist aufgrund der zu geringen 




Abb. V.8: Thrombozytenadhäsion an 0,3 cm² Polystyrol (PS), Polyurethan (PU) und titanisiertem 






Abb. V.9: Thrombozytenadhäsion an aktivierten und nicht aktivierten Endothelzellen, die auf        
0,3 cm² Polystyrol (PS), Polyurethan (PU) und titanisiertem Polyurethan (tiPU) kultiviert wurden; 




Trotz Endothelialisierung von PS, PU und tiPU konnte eine Thrombozytenadhäsion 
nachgewiesen werden (Abb. V.9). Dabei adhärierten an aktivierten EC signifikant mehr 
Thrombozyten als an nicht aktivierten EC (Wilcoxon-Test: p = 0,028). Unabhängig vom 
Aktivierungszustand der EC, adhärierten auf 0,3 cm² endothelialisiertem PU signifikant mehr 
Thrombozyten als auf 0,3 cm² endothelialisiertem PS (Wilcoxon-Test: p = 0,028). Dagegen 
waren die Unterschiede zwischen den anderen Materialien (PS vs tiPU und PU vs tiPU) nicht 




Abb.V.10: Anzahl der adhärierten Thrombozyten (MW ± SD aus sechs Einzelkulturen) an aktivierten 
und nicht aktivierten Endothelzellen, die auf 0,3 cm² Polystyrol (PS), Polyurethan (PU) und 
titanisiertem Polyurethan (tiPU) kultiviert wurden;   
*: p = 0,028 signifikant   
+: p = 0,028 signifikant 
 
Durch die Endothelialisierung von PS und tiPU wurde die Thrombozytenadhäsion reduziert. 
Dagegen zeigte PU keine Änderung der Anzahl adhärenter Thrombozyten, egal ob mit oder 
ohne EC (Abb. V.10).  Eine Endothelialisierung von tiPU bewirkte eine Reduktion der 
adhärierten Thrombozyten um 75%. Die Endothelzellbesiedelung von PS führte letztlich zu 
einer  Reduktion der Thrombozytenadhäsion um 78%.  
Aufgrund der Daten aus V.1.1 wurde die Thrombozytenadhäsion pro EC berechnet. Trotz 
unterschiedlicher Zellzahlen zeigte die mikroskopische Kontrolle der Endothelzellbesiedelung 
in jedem Fall einen konfluenten Zellrasen. Aufgrund dieser Beobachtung gingen wir davon 







Abb. V.11: Thrombozytenadhäsion pro Endothelzelle an aktivierten und nicht aktivierten 
Endothelzellen, die auf 0,3 cm² Polystyrol (PS), Polyurethan (PU) und titanisiertem Polyurethan 




Die Aufstellung der Einzelkulturen (Abb. V.11) zeigt, dass signifikant mehr Thrombozyten an 
EC adhärierten, die für 7 Tage auf PU kultiviert wurden. Die Zahl der adhärierten 
Thrombozyten an EC auf PU war im Mittel um den Faktor 2,2 ± 1,1 gegenüber EC auf tiPU  
erhöht. Im Vergleich zu EC, die auf PS kultiviert wurden, adhärierten 2,9 ± 0,9-mal so viele 
Thrombozyten. Durch eine Aktivierung der EC erhöht sich dieser Faktor auf 2,4 ± 0,9 (PU vs. 
tiPU) und auf 3,1 ± 0,7 (PU vs. PS). Alle gemessenen Unterschiede waren statistisch 
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signifikant (Wilcoxon-Test: p = 0,028).  Durch die vorhergehende Stimulierung der EC mit TNF 
wurde die Zahl der adhärenten Thrombozyten pro EC um Faktor 1,2 ± 0,2 erhöht (p= 






Abb. V.12: Anzahl der adhärierten Thrombozyten pro Endothelzelle (aktiviert und nicht aktiviert), 
die auf Polystyrol (PS), Polyurethan (PU) und titanisiertem Polyurethan (tiPU) kultiviert wurde; 
Darstellung der Mittelwerte mit Standardabweichung aus sechs Einzelkulturen 
*: p = 0,028 signifikant  
#: p = 0,028 signifikant  
+: p = 0,028 signifikant 
 
Um einen Eindruck von der Thrombozytenadhäsion zu gewinnen, wurde ein Teil der PU-
Plättchen mit calceingefärbten Thrombozyten unter dem Fluoreszenzmikroskop betrachtet 
(Abb. V.13). Man sieht auf den rechten Bildern das Kopfsteinpflastermuster der 
Endothelzellen (Phasenkontrastaufnahme) mit sehr wenigen,  mit Calcein gefärbten 
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Thrombozyten (Fluoreszenzaufnahme). Auf der linken Seite leuchten großflächig aggregierte 
Thrombozyten (Grünfärbung).  
 
         
Thrombozyten auf PU ohne Endothelzellen          Thrombozyten auf PU mit Endothelzellen 
 
           
Thrombozyten auf titanisiertem PU ohne Endothelzellen         Thrombozyten auf titanisiertem PU mit Endothelzellen 
 
Abb. V.13: Adhäsion  calceingefärbter Thrombozyten (grün) auf blankem PU (linke Seite) bzw. auf 
endothelialisiertem PU (rechte Seite). Die obere Reihe zeigt eine repräsentative Aufnahme von 




V.1.4. Adhäsion von PBMCs 
 
Die Adhäsion von PBMCs gilt wie die Thrombozytenadhäsion ebenfalls als ein Maß für die 
Thrombogenität von Materialien bzw. endothelialisierten Materialien.  
 
 
Abb.V.14: Adhäsion von PBMC an 0,3 cm² Polystyrol (PS), Polyurethan (PU) und titanisiertem 




Blankes PU-Material zeigte die höchste Adhäsion von PBMC. Auf blankem PS adhärierten 
deutlich weniger PBMC. Auch auf tiPU konnten weniger adhärente Thrombozyten 
nachgewiesen werden. Allerdings lässt sich aufgrund der geringen Stichprobenlänge keine 





Abb. V.15: Adhäsion von PBMC an aktivierten und nicht aktivierten Endothelzellen auf 0,3 cm² 
Polystyrol (PS), Polyurethan (PU) und titanisiertem Polyurethan (tiPU); Darstellung der sechs 








Abb.V.16: Anzahl der adhärierten PBMC (MW ± SD aus sechs Einzelkulturen) an aktivierten und 
nicht aktivierten Endothelzellen, die auf 0,3 cm² Polystyrol (PS), Polyurethan (PU) und titanisiertem 
Polyurethan (tiPU) kultiviert wurden;   
+: p = 0,028 signifikant 
 
 
Durch die Endothelialisierung von PU und tiPU wurde die Adhäsion von PBMC reduziert und 
zwar um 41% bei PU und um 33% bei tiPU. Die Endothelzellschicht auf PS (egal ob aktiviert 
oder nicht-aktiviert) bewirkte dagegen eine verstärkte PBMC-Adhäsion (im Vgl. zu blankem 
PS).  Die Aktivierung der EC mit TNF führte zu einer signifikanten Steigerung der PBMC-
Adhäsion um folgenden Faktor: 1,1 ± 0,1 bei EC auf PU; 1,3 ± 0,2 bei EC auf tiPU; 1,8 ± 0,8 bei 











Wie bei den Thrombozyten, wurde auch die Anzahl der gebundenen PBMCs pro 







Abb. V.17: PBMC-Adhäsion pro Endothelzelle an aktivierten und nicht aktivierten Endothelzellen, 
die auf 0,3 cm² Polystyrol (PS), Polyurethan (PU) und titanisiertem Polyurethan (tiPU) kultiviert 







Abb. V.18: Anzahl der adhärierten PBMC pro Endothelzelle (aktiviert und nicht aktiviert), die auf 
Polystyrol (PS), Polyurethan (PU) und titanisiertem Polyurethan (tiPU) kultiviert wurde; Darstellung 
der Mittelwerte mit Standardabweichung aus sechs Einzelkulturen 
*: p = 0,028 *‘: p = 0,046 
#: p = 0,028 
+: p = 0,028 
 
 
Unabhängig vom Aktivierungszustand der EC wurden signifikant mehr PBMCs an 
Endothelzellen gebunden, die auf PU kultiviert wurden. So banden an EC auf tiPU 47% 
weniger PBMCs als bei EC auf PU. Bei EC, die auf dem Referenzmaterial PS gezogen wurden, 
ließen sich sogar 71% (bzw. 53% bei aktivierten EC) weniger gebundene PBMCs pro EC (im 







V.2. Etablierung einer Perfusionsanlage 
 
Im zweiten Teil der Arbeit wurde eine Perfusionsanlage entwickelt, die es erlaubt, vaskuläre 
Kunststoffgrafts (bei uns PU-Grafts) zu endothelialisieren und diese Zellschicht auch unter 
Scherkräften stabil auf der Oberfläche zu halten. Die erste Generation einer derartigen 
Anlage wird im Folgenden vorgestellt und die notwendigen Modifikationen erläutert.  
 
V.2.1. Modifikationen zur Inbetriebnahme der Perfusionsanlage 
 
Der Bauplan des ersten Prototyps ist in IV.2.1. aufgeführt. Aufgrund erheblicher Mängel, 
waren einige Modifikationen nötig, bevor erste Versuche mit Endothelzellen durchgeführt 
werden konnten. Die im Folgenden aufgeführten Ergebnisse sind Veränderungen im Bau der 
Perfusionsanlage und ihrer Komponenten. 
 
V.2.1.1. Gegossene statt geklebter PU Schläuche zur Vermeidung von Leckagen 
 
Bei Inbetriebnahme stellte sich  heraus, dass die von der Dualis Medtec GmbH® 
mitgelieferten PU-Schläuche an ihren Verbindungsstellen zu den Dreiwegehähnen und den 
Glasröhrchen undicht waren und weder durch Abbinden, noch mit Parafilm suffizient 
abzudichten waren. Der Verlust an Medium war dabei während des Pumpbetriebs so hoch, 
dass sich innerhalb von Minuten Schaum und Luftblasen im gesamten System bildeten. 
Grund für die Leckage waren die mitgelieferten PU-Schläuche. Diese wurden aus 
Mecorafolie geklebt. Dabei bildete der Klebefalz eine Rinne, die am Übergang zu den 
Glasröhrchen und zu den Dreiwegehähnen nicht abzudichten war. Die Lösung dieses 
Problems bestand darin, dass nur gegossene Schläuche verwendet werden können. Da 
gegossene Schläuche keinen Klebefalz besitzen, umschließen sie vollständig und gleichmäßig 
Dreiwegehahn und Glasröhrchen. Zusätzlich wurden vom Glasbläser sogenannte „Oliven“ 
vor die Enden der Glasröhrchen angebracht, über die der PU-Schlauch gezogen werden 





V.2.1.2. Verschluss des Compliancegefäßes: Deckel und Dreiwegehahn statt Septum 
 
Die von den Entwicklern angedachte Methode zur Befüllung des Systems mit Kulturmedium  
erwies sich als nicht praktikabel. Sie sah vor, dass das Medium in die Perfusionsanlage über 
ein Septum, welches das Compliancegefäß verschließt, eingefüllt wird. Dafür war es nötig, 
das Medium in eine 200 ml Spritze aufzuziehen, das Septum mit einer Hohlnadel zu 
durchstechen und so das Medium ins System „einzuspritzen“. Zum einen zeigte sich diese 
Methode als unpraktisch und zeitaufwändig, zum anderen war das Septum nach mehreren 
Befüllungen aufgrund der Einstichstellen nicht mehr dicht, so dass auch hier Luft ins System 
gelangte. Die Anlage wurde deshalb modifiziert, indem der Deckel mit Septum durch einen 
Deckel mit eingebautem Dreiwegehahn ausgetauscht wurde, auf den zur Befüllung eine   
200 ml Spritze aufgesetzt werden kann. Wird die Perfusionsanlage jedoch unter der 
Sterilbank befüllt, kann der gesamte Deckel vollständig abgenommen und das Medium 
direkt aus einem Becherglas in das Compliancegefäß gegeben werden. So konnte der Prozess 
des Befüllens deutlich vereinfacht werden. 
 
V.2.1.3. Einbau eines zweiten Ablasshahns / Umbau des Hahns unter dem Reservoirgefäß 
 
Es war weder in angemessener Zeit, noch unter sterilen Bedingungen und vollständig 
möglich, Medium für einen Mediumwechsel oder zum vollständigen Entleeren der 
Perfusionsanlage abzulassen, da der Ablasshahn unter dem Reservoirgefäß zu lang war. So 
konnte kein geeignetes Gefäß darunter gestellt werden, um das Medium aufzufangen. 
Zudem blieben Reste des Mediums im System und ließen sich auch durch Schwenken der 
Anlage und Pumpbetrieb nicht im Reservoirgefäß sammeln, um dort über den Ablasshahn 
abzulaufen. Daraufhin wurde zum einen der Ablasshahn unter dem Reservoirgefäß gekürzt 
und gebogen, sowie ein zweiter Ablauf mit Dreiwegehahn in die Krümmung des Glasrohrs 
hinter dem Compliancegefäß eingebaut. Damit war nun eine sterile, schnelle und 







V.2.1.4. Druckausgleich durch Luftfilter über dem Reservoirgefäß 
 
Bei Inbetriebnahme der Medospumpe zur Erzeugung eines pulsatilen Stroms stellte sich 
heraus, dass die PU-Schläuche durch den pulsatilen Strom kollabierten. Grund dafür war das 
Druckgefälle zwischen Einstrom- und Austreibungsphase der Medospumpe, welches nicht 
ausgeglichen wurde, so dass die PU-Schläuche, als flexibelste Stelle im System, im Puls 
kollabierten und sich wieder entfalteten. Durch die so entstehende Wandspannung und die 
Scherkräfte war eine Endothelzelladhäsion unmöglich. Um einen Druckausgleich zu schaffen, 
wurde der Deckel über dem Reservoirgefäß durch einen Deckel mit eingebauten 
Dreiwegehähnen ersetzt. Auf den geöffneten Dreiwegehähnen wurden Sterilfilter 
angebracht. So kommuniziert das System mit der Außenluft, ohne dass Keime in die 
Perfusionsanlage gelangen. Während der Füllphase der Pumpkammer wird Luft angesaugt 
und während der Austreibungsphase aus dem System gepumpt. Das Ergebnis war ein 
suffizienter Druckausgleich, so dass die PU-Schläuche nicht mehr kollabieren. 
 
V.2.1.5. Ersatz der Absperrklemme durch vier einzelne Klemmen  
 
Für das Seeding (Adhäsion von Endothelzellen an die Innenwand der PU-Schläuche) wurden 
die PU-Schläuche vom restlichen Medium der Perfusionsanlage abgetrennt. Dafür sollten die 
Dreiwegehähne und eine Absperrklemme, die alle vier Probenschläuche auf einmal 
abklemmen konnte, geschlossen werden. Es zeigte sich jedoch, dass es mit der 
Absperrklemme nicht möglich war, die PU-Schläuche ausreichend zu schließen.  
Die Absperrklemme wurde entfernt und durch Bulldog bzw. normale OP-Klemmen ersetzt, 













Mangel Beschreibung Modifikation Ergebnis 
System undicht Klebefalz der PU-Schläuche 
war undicht 
gegossene Schläuche; 






Befüllen über Septum zu 
umständlich;  
Ansaugen von Luft über 
Löcher im Septum 












mangelnde Sterilität  
Kürzen des Ablasshahns 
unter dem Reservoirgefäß; 
Einbau eines zweiten 
Ablaufs 
Schnelle, 








Deckel mit eingebauten 
Dreiwegehähnen und 



















Tabelle V.1: Mängelliste der ersten Perfusionsanlage und nötige Modifikationen 
 
 
V.2.2. Volumen und Volumenstrom 
 
Die modifizierte Perfusionsanlage fasst ein Volumen von 180 bis 250 ml. Bei 250 ml sind 
beide Gefäße (Reservoir- und Compliancegefäß) vollständig bis zum Deckel gefüllt, was im 
Versuch während der Rotationsphase seine Bedeutung hat (IV.2.2.7). Bei 180 ml ist ein 
Pumpbetrieb mit der Medospumpe gerade so möglich, ohne dass über das Reservoirgefäß 
Luft ins System gesaugt wird und somit Luftblasen im System entstehen. Als bestes 
Füllvolumen für den Pumpbetrieb stellte sich ein Volumen zwischen 200 und 220 ml heraus, 
da so auch bei Pumpbetrieb über Nacht im Brutschrank trotz Verdunstung noch genug 
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Volumen gehalten werden kann. Dabei befindet sich aber noch nicht zu viel Medium im 
System, so dass bei der Austreibungsphase der Medospumpe das Medium nicht in die 
Sterilfilter des Reservoirgefäßes gelangt.  
Bei der Messung der Volumenströme (IV.2.2.1) zeigte sich, dass nicht in allen vier PU-
Schläuchen die gleichen Volumenströme herrschten. Dies betraf vor allem Schlauch 3. Dort 
floss 27% weniger Volumen pro Minute als in Schlauch 4 mit dem höchsten Volumenstrom. 
Insgesamt wurde eine Differenz von 70ml/min zwischen dem stärksten und dem 
schwächsten Volumenstrom gemessen. Im Mittel errechnete sich ein Volumenstrom von 
229 ± 31 ml/min (Abb. V.19). 
 
Abb. V.19: Volumenströme in den vier PU Schläuchen (siehe Bauplan); Mittelwerte mit 
Standardabweichung aus einer 4x-Bestimmung 
 
Um diesen Unterschied von Schlauch 3 zu den anderen Schläuchen auszugleichen, wurde an 
Position 3 ein Dreiwegehahn mit größerem Innendurchmesser eingebaut. Dadurch erhöhte 
sich der Volumenstrom in Schlauch 3 um 71 ml/min. Der mittlere Volumenstrom der vier 
Schläuche betrug nun 237 ± 16 ml/min. Durch den Einbau eines größeren Dreiwegehahns an 
Position 3 konnten also die Volumenströme der einzelnen Schläuche angeglichen werden 
(Halbierung der Standardabweichung), wobei die Differenz zwischen dem stärksten und dem 
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schwächsten Schlauch immer noch 15% betrug. Außerdem stellte sich während der 
Volumenstrommessung heraus, dass die Position des Segels der Pumpkammer in der 
Medospumpe entscheidend ist für den Volumenstrom. War dieses nicht vollständig 
entfaltet, wurden Volumenströme gemessen, die um bis zu 117ml/min (51%) niedriger 
waren, als mit vollständig durchschlagendem Segel. Daher ist vor Versuchsbeginn unbedingt 
sicher zu stellen, dass das Segel entfaltet ist, indem die Position des Segels mit der Stellung 
des Kolbens im Antrieb der Pumpe synchronisiert wird. 
 
 
Abb. V.20: Volumenströme nach Einbau eines größeren Dreiwegehahns bei Schlauch 3, 




Da das Wachstum von Endothelzellen in der Perfusionsanlage untersucht werden sollte, 
musste Sterilität gewährleistet sein. Dafür wurde die Perfusionsanlage zunächst sterilisiert 
(IV.2.2.3), unter der Sterilbank mit Medium M199 (10% FKS) steril befüllt und 12 Tage lang 
im Brutschrank bei 37° und 5% CO2 mit angeschalteter Medospumpe betrieben. Nach 7 
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Tagen wurde ein Mediumwechsel durchgeführt. Zur Beurteilung der Sterilität wurden täglich 
Farbe des Mediums, pH Wert und Lactat (IV.2.2.4) bestimmt. 
Dabei betrug der pH Wert an allen 12 Messzeitpunkten stets zwischen 7,39 und 7,40, die 
Lactatkonzentration 12 – 13 mg/dl. Ein Farbumschlag oder eine Trübung des Mediums, was 
ein Hinweis auf Verunreinigung durch Bakterien ist, ließ sich nicht beobachten.  
Die Perfusionsanlage gewährte demnach über 12 Tage im Pumpbetrieb mit Mediumwechsel 
sterile Versuchsbedingungen. 
 
V.2.4. Weiterentwicklung von Anlage und Methode aufgrund erster Versuchsergebnisse 
 
Nachdem die Perfusionsanlage modifiziert (V.2.1.), sowie Volumen und Volumenstrom 
gemessen wurden, konnten erste Versuche zur Endothelzelladhäsion durchgeführt werden. 
 
V.2.4.1. Ergebnisse erster Versuche zur Endothelzelladhäsion 
 
In einer ersten Versuchsreihe wurde die Adhäsion von Endothelzellen auf unbeschichteten 
PU-Schläuchen erprobt (mit Wiederholung in einem 2. unabhängigen Ansatz). Von den vier 
Schläuchen wurden die zwei äußeren nach 2 Stunden Rotation entnommen und analysiert. 
Die anderen beiden Schläuche wurden für 12 Stunden einer pulsatilen Strömung durch 
Betrieb der Medospumpe ausgesetzt.  Dabei wurde nach dem in IV.2.2.7. (Tabelle IV.5) 
beschriebenen Protokoll vorgegangen. Ergebnisse siehe Abbildung V.20. 
 
In einer zweiten Versuchsreihe wurden 4 fibronectinbeschichtete PU-Schläuche eingesetzt. 
Die Versuchsbedingungen waren analog zur ersten Versuchsreihe. Ergebnisse siehe 










Abb. V.20: Erste Versuchsreihe: Endothelialisierung von unbeschichteten PU-Schläuchen in der modifizierten 
Perfusionsanlage. In 2 unabhängigen Ansätzen wurden jeweils 4 PU-Schläuche endothelialisiert 
(Endotheladhäsion über 2h Rotation; Perfusion der Schläuche über 12h) und analysiert (links: Darstellung der 
DAPI-gefärbten Zellkerne auf 5 Teilstücken des betroffenen Schlauchs im Fluoreszenzmikroskop; rechts: 
graphische Aufarbeitung der errechneten Zelldichte (Zellzahl, ZZ pro cm²) auf den einzelnen 
Schlauchteilstücken). In beiden Versuchen wurden 3x10
6
 Zellen pro Schlauch eingesetzt (Kultur HUVEC 
261P2). Rotation: 180°-Drehung mit 8 Haltepositionen (23°-Drehung, Halt für 4 min). Pumpbetrieb mit 12 V 












Abb. V.21: Zweite Versuchsreihe: Endothelialisierung von fibronectin-beschichteten PU-Schläuchen in der 
modifizierten Perfusionsanlage. In 2 unabhängigen Ansätzen wurden jeweils 4 PU-Schläuche endothelialisiert 
(Endotheladhäsion über 2h Rotation; Perfusion der Schläuche über 12h) und analysiert (links: Darstellung der 
DAPI-gefärbten Zellkerne auf 5 Teilstücken des betroffenen Schlauchs im Fluoreszenzmikroskop; rechts: 
graphische Aufarbeitung der errechneten Zelldichte (Zellzahl, ZZ pro cm²) auf den einzelnen 
Schlauchteilstücken). In beiden Versuchen wurden 3x10
6
 Zellen pro Schlauch eingesetzt (Kultur VS271P3 und 
VS283P3). Rotation: 180°-Drehung mit 8 Haltepositionen (23°-Drehung, Halt für 4 min).  






Allein der optische Eindruck, den man beim Betrachten der DAPI-gefärbten PU-Schläuche 
gewinnt, zeigt, dass sowohl bei den Versuchen ohne, als auch bei den Versuchen mit 
Fibronectinbeschichtung eine Endothelzelladhäsion stattgefunden hat (Bilder der Schläuche 
nach zwei Stunden). Außerdem hielten die Endothelzellen den Scherkräften, die durch die 
pulsatile Strömung verursacht wurden, stand und konnten ohne wesentlichen Zellverlust 
nach 12 Stunden immer noch auf den Polyurethanschläuchen nachgewiesen werden. 
Auffallend war, dass die Endothelzellen ungleichmäßig verteilt waren: An den Randstücken 
(Teilstück 1 und 5)  der aufgeklappten Schläuche, die in der Perfusionsanlage der Decke der 
PU-Schläuche entsprachen, finden sich deutlich weniger Zellen als in den mittleren 
Teilstücken, dem Boden (Teilstück 2,3 und 4). Die Zellansammlung in den Teilstücken 2-4 war 
dabei nicht einheitlich, sondern es bildeten sich Zellaggregate. An diesen Stellen wurde eine 
hohe Endothelzelldichte bestimmt.  
Tabelle V.2 gibt die maximale Zelldichte im Bodenbereich bzw. die mittlere Zelldichte über 
den gesamten Innenumfang der Schläuche wieder.  
 
Versuch Beschichtung Maximale Zelldichte 
(Schlauchboden) 
[Zellzahl pro cm²] 
Mittlere Zelldichte 
(gesamter Schlauch) 
[Zellzahl pro cm²] 
1 Ohne Fibronectin 3,3x105 ± 1,6x105 1,4x105 ± 1,8x105 
2 Ohne Fibronectin 3,0x105 ± 1,5x105 1,6x105 ± 1,7x105 
3 Fibronectin 5,7x105 ± 2,1x105 2,8x105 ± 3,0x105 
4 Fibronectin 1,7x105 ± 9,2x104 5,5x104 ± 8,0x104 
Tabelle V.2: Zelldichte der Versuche 1-4 
 
Der Versuchsaufbau aus den Versuchen 1 bis 4 war zwar vergleichbar, allerdings wurde kein 
direkter Vergleich von unbeschichtet und beschichtet in einem Versuch durchgeführt. Dies 
erschwert den direkten Vergleich, um die Bedeutung der Fibronectinbeschichtung zu 
ermitteln. Die Daten erlauben lediglich die Aussage, dass eine Endothelzelladhäsion sowohl 
auf unbeschichteten, als auch auf fibronectinbeschichteten PU-Schläuchen möglich war und 
die Stabilität der Adhäsion für 12 Stunden unter pulsatilem Fluss gewährleistet war. Da die 
Endothelzelladhäsion allerdings sehr uneinheitlich war, wurden die Rotationsbedingungen 




V.2.4.2. Weiterentwicklung der Perfusionsanlage: Einbau Zeitschaltautomatik 
 
Wie aus V.2.4.1. hervorgeht, setzten sich am Boden der Schläuche, der Schwerkraft folgend, 
mehr Endothelzellen ab und bildeten dort Zellaggregate. Da dieses Phänomen bereits zwei 
Stunden nach der Rotation (Seeding) zu beobachten war, lag die Vermutung nahe, dass die 
Rotation nicht gleichmäßig durchgeführt wurde. Ein Manko war sicherlich, dass die ersten 
Versuche von Hand gesteuert werden mussten, indem alle vier Minuten der Motor für die 
Rotationsbewegung angeschaltet wurde. Auf eine Umdrehung (360°) kamen 8 Positionen, an 
denen die Perfusionsanlage je 4 Minuten verweilte. Da die Positionen nur per Augenmaß 
abgeschätzt werden konnten (23° Winkel wurde lediglich geschätzt), war eine 
standardisierte Durchführung des Versuchs nur bedingt gegeben. 
Als Folge wurde eine Zeitschaltuhr eingebaut und vor den Rotationsantrieb geschalten. 
Außerdem wurde der Antrieb so umgestaltet, dass eine 360° Rotation möglich war. Durch 
die Zeitschaltuhr wurden sowohl die Dauer also auch die Anzahl und damit Lage der 
Haltepositionen genau festgelegt. Die Einstellung für die folgenden Versuche (V.2.4.3.) war 
15 Haltepositionen pro 360° Drehung, 4 Minuten Verweildauer pro Halt. 
 
V.2.4.3. Ergebnisse der Versuche zur Endothelzelladhäsion nach Einbau der Zeitschaltuhr 
 
Analog zu den Versuchen aus V.2.4.1. wurde die Endothelzelladhäsion erneut erprobt. Es 
wurde ein Versuch auf unbeschichteten PU-Schläuchen und ein Versuch mit 
fibronectinbeschichteten PU-Schläuchen durchgeführt. Die Perfusionsanlage wurde wieder 
für 2 Stunden rotiert und zwei Schläuche zur Analyse entnommen, bevor die verbleibenden 
zwei Schläuche 12 Stunden einem pulsatilen Fluss ausgesetzt wurden. Die Rotation erfolgte 




Abb. V.22: Endothelialisierung von unbeschichteten PU-Schläuchen mit veränderter Rotation. 4 PU-
Schläuche wurden endothelialisiert (Endotheladhäsion 2h Rotation; Perfusion über 12h) und analysiert 
(links: Darstellung der DAPI-gefärbten Zellkerne auf 6 Teilstücken des betroffenen Schlauchs, 
Fluoreszenzmikroskop; rechts: graphische Aufarbeitung der errechneten Zelldichte (Zellzahl, ZZ pro cm²) auf 
den einzelnen Teilstücken). Aussaat von 2x10
6
 Zellen pro Schlauch (Kultur VS908 P3). Rotation: 360°-




Abb. V.23: Endothelialisierung von fibronectin-beschichteten PU-Schläuchen mit veränderter Rotation. 4 PU-
Schläuche wurden endothelialisiert (Endotheladhäsion 2h Rotation; Perfusion 12h) und analysiert (links: 
Darstellung der DAPI-gefärbten Zellkerne auf 6 Teilstücken des betroffenen Schlauchs, 
Fluoreszenzmikroskop; rechts: graphische Aufarbeitung der errechneten Zelldichte (Zellzahl, ZZ pro cm²) auf 
den einzelnen Teilstücken). Aussaat von 2x10
6
 Zellen pro Schlauch (Kultur HUVEC370 P2); Rotation: 360°-
Drehung, 15 Haltepositionen (4 min pro Halt). Pumpbetrieb mit 12 V (Volumenstrom von 237 ml/min). 
 74 
 
Auch in diesem Versuch zeigte sich, dass die Adhäsion von Endothelzellen auf PU-Schläuchen 
mit und ohne Fibronectin möglich ist und die Endothelzellen auch nach 12 Stunden unter 
pulsatiler Strömung ohne Zellverlust noch nachweisbar sind. Die Verteilung der 
Endothelzellen hatte sich im Vergleich zu den vorhergehenden Versuchen verbessert: Die 
Zellen waren bei den Schläuchen mit Fibronectinbeschichtung nun gleichmäßiger verteilt 
(Abb. V.23), auch wenn nach wie vor in der Schlauchmitte bis zu 3 mal so hohe 
Zellkonzentrationen gemessen werden konnten. Auf den Schläuchen ohne 
Fibronectinbeschichtung war eine vermehrte Bildung von Zellaggregaten im Bodenbereich 
der Schläuche zu sehen.  
Tabelle V.3 gibt die maximale Zelldichte im Bodenbereich bzw. die mittlere Zelldichte über 
den gesamten Innenumfang der Schläuche wieder.  
 
Versuch Beschichtung Mittlere Zelldichte 
nach 2h Rotation 
 (gesamter Schlauch) 
[Zellzahl pro cm²] 
Maximale Zelldichte 
nach 12 h Perfusion 
 (Schlauchboden) 
[Zellzahl pro cm²] 
Mittlere Zelldichte 
nach 12h Perfusion 
 (gesamter Schlauch) 
[Zellzahl pro cm²] 
1 Ohne 
Fibronectin 
1,2x105 ± 1,0x105 2,8x105 ± 1,1x105 1,1x105 ± 1,5x105 
2 Fibronectin 1,7x105 ± 6,5x104 3,0x105 ± 4,7x104 1,7x105 ± 1,0x105 
Tabelle V.3: Zelldichte aus Versuchen V.2.4.3. 
 
Vergleicht man die Zelldichten, so waren auf den fibronectinbeschichteten PU-Schläuchen 
im Mittel nach 2 h Rotation um 29% mehr Zellen adhäriert. Das Gleiche war noch nach 12 h 
Perfusion nachweisbar (35% mehr Zellen auf fibronectinbeschichteten PU-Schläuchen). 
 
V.2.4.4. Weiterentwicklung der Methodik: Versuchsprotokoll zum Seeding 
 
Wie aus V.2.4.3. hervorgeht, war die Verteilung der adhärierten Endothelzellen durch 
Veränderung der Rotation besser, jedoch noch nicht optimal. Daher wurde ein neuer Ansatz 
verfolgt. Es wurden mehr Zellen pro Schlauch eingesetzt, das Handling beim Seeding wurde 
verändert und schließlich wurde die Rotation erneut modifiziert.  
Es wurde vermutet, dass sich bereits während des Befüllens der PU-Schläuche (siehe V.2.4.3) 
die ersten Endothelzellen am Boden des Schlauches absetzen. Daher wurde in dem neuen 
Versuchsprotokoll die Perfusionsanlage während des Befüllvorgangs mehrmals von Hand 
 75 
 
rotiert, um die Zellen in Bewegung zu halten und damit vorzeitige Adhäsion zu unterbinden. 
Außerdem wurde die Zahl der Haltepunkte wieder auf 5 pro 360° Rotation verringert. Die 
Ergebnisse aus dieser Modifikation sind unter V.3. wiedergegeben. Sowohl dieses Seeding-
Protokoll (siehe Tabelle IV.4 unter IV.2.2.7.) als auch alle bisher hergeleiteten Optimierungen 
im Umgang mit der Perfusionsanlage  wurden den weiteren Versuchen zugrunde gelegt.  
 
 
V.3. Endothelzelladhäsion und -wachstum in der Perfusionsanlage 
 
V.3.1. Endothelzelladhäsion auf Polyurethanschläuchen nach Standardprotokoll 
 
Nach Einführung und Optimierung der Perfusionsanlage wurde das letzte Versuchsprotokoll 
(Tabelle IV.4) für die weiteren Versuche verwendet.  
Die Vorversuche in V.2. zeigten bereits, dass eine Fibronectinbeschichtung eine 
Endothelzelladhäsion begünstigt. Daher wurden die Versuche zur Endothelzelladhäsion 
ausschließlich auf fibronectinbeschichteten PU-Schläuchen durchgeführt. Im Folgenden 
wurde das Standardprotokoll bei 4 fibronectinbeschichteten PU-Schläuchen angewandt. Die 
Versuche wurden unter gleicher Einstellung insgesamt dreimal durchgeführt. 
 
Die Ergebnisse des ersten Versuches sind in Abb. V.24 wiedergegeben. Bei zwei von vier 
Schläuchen konnten keine Endothelzellen auf der Oberfläche der PU-Schläuche 
nachgewiesen werden (weder nach 2 Stunden Rotation, noch nach 12 Stunden Perfusion). 
Der Rest zeigte nach 2 Stunden Rotation zwar adhärente Zellen auf der Oberfläche, 
allerdings waren diese nicht gleichmäßig verteilt, sondern bildeten großflächige Aggregate. 













Abb. V.24: Endothelialisierung nach Standardprotokoll (Versuch 1). Vier Polyurethanschläuche mit 
Fibronectinbeschichtung wurden endothelialisiert (Endotheladhäsion 2h Rotation; Perfusion über 12h) und 
analysiert (links: Darstellung der DAPI-gefärbten Zellkerne auf 6 Teilstücken des betroffenen Schlauchs, 
Fluoreszenzmikroskop; rechts: graphische Aufarbeitung der errechneten Zelldichte (Zellzahl, ZZ pro cm²) auf 
den einzelnen Teilstücken). Aussaat 6x10
6
 Zellen pro Schlauch (Kultur VS802 P3); Drehen der Anlage während 
Befüllen der Schläuche mit Endothelzellen; Rotation: 360°-Drehung, 5 Haltepositionen (4 min pro Halt). 






Abb. V.25: Endothelialisierung nach Standardprotokoll (Versuch 2). Vier Polyurethanschläuche mit 
Fibronectinbeschichtung wurden endothelialisiert (Endotheladhäsion 2h Rotation; Perfusion über 12h) und 
analysiert (links: Darstellung der DAPI-gefärbten Zellkerne auf 6 Teilstücken des betroffenen Schlauchs, 
Fluoreszenzmikroskop; rechts: graphische Aufarbeitung der errechneten Zelldichte (Zellzahl, ZZ pro cm²) auf 
den einzelnen Teilstücken). Aussaat 6x10
6
 Zellen pro Schlauch (Kultur VS814 P3); Drehen der Anlage während 
Befüllen der Schläuche mit Endothelzellen; Rotation: 360°-Drehung, 5 Haltepositionen (4 min pro Halt). 
Pumpbetrieb mit 12 V (Volumenstrom von 237 ml/min). 
 
 
Die Ergebnisse des zweiten Versuchs sind in Abb. V.25 wiedergegeben. Bei diesem Ansatz 
waren zwar in allen Schläuchen adhärente Zellen nachweisbar (zu beiden Zeitpunkten), 
allerdings nur sehr wenige. Nach der Beendigung der 2stündigen Rotation waren die 
Verteilung und die Anzahl der Zellen in den parallel laufenden Schläuchen unterschiedlich. 
Im ersten Schlauch waren weniger als 5 x 104 Zellen pro cm2 nachweisbar, im zweiten 
Schlauch waren es mehr als 1 x 105 Zellen pro cm2. Nach der anschließenden 12stündigen 
Perfusion lag die mittlere Zelldichte bei 5,1 x 104 Zellen pro cm2 auf Schlauch 3 und 3,6 x 104 
Zellen pro cm² auf dem vierten Schlauch. 
 
Die Daten des dritten Versuchs sind in Abb. V.26 dargestellt. Die Endothelzelladhäsion hat 
stattgefunden und auch 12 Stunden einer pulsatilen Strömung standgehalten. Die Verteilung 
der Endothelzellen war weitgehend homogen, abgesehen von wenigen Ausnahmen wie 
Teilstück 2 in Schlauch 2 oder Teilstück 4 und 5 in Schlauch 4. Die mittlere Zelldichte auf 
Schlauch 1 bzw. Schlauch 2 betrug  4,7  1,2  x 105 bzw. 4,3  1,6  x 105 Zellen pro cm2 (nach 
2 Stunden Rotation). Nach 12 Stunden Perfusion befanden sich 5,8  0,9 x 105 Zellen pro cm2 
(Schlauch 3) bzw. 2,2  1,1 x 105 Zellen pro cm2 (Schlauch 4). Weiterhin war die Verteilung 













Abb. V.26: Endothelialisierung nach Standardprotokoll. Vier Polyurethanschläuche mit 
Fibronectinbeschichtung wurden endothelialisiert (Endotheladhäsion 2h Rotation; Perfusion über 12h) und 
analysiert (links: Darstellung der DAPI-gefärbten Zellkerne auf 6 Teilstücken des betroffenen Schlauchs, 
Fluoreszenzmikroskop; rechts: graphische Aufarbeitung der errechneten Zelldichte (Zellzahl, ZZ pro cm²) auf 
den einzelnen Teilstücken). Aussaat 6x10
6
 Zellen pro Schlauch (Kultur VS802 P3); Drehen der Anlage während 
Befüllen der Schläuche mit Endothelzellen; Rotation: 360°-Drehung, 5 Haltepositionen (4 min pro Halt). 
Pumpbetrieb mit 12 V (Volumenstrom von 237 ml/min). 
 
 
V.3.2. Vergleich von Polyurethanschläuchen mit und ohne titanhaltiger Schicht 
 
Im nächsten Schritt wurden in einem Versuchsansatz folgende PU-Schläuche verglichen: 
unbeschichtete PU-Schläuche (ohne Fibronectinbeschichtung); titanisierte PU-Schläuche 
(ohne Fibronectinbeschichtung); unbeschichtete PU-Schläuche (mit 
Fibronectinbeschichtung); titanisierte PU-Schläuche (mit Fibronectinbeschichtung).  Auf die 
Adhäsionskontrolle nach 2 Stunden wurde verzichtet. Alle vier Schläuche blieben für 12 
Stunden in der Perfusionsanlage. Das Experiment wurde zweimal unabhängig voneinander 
durchgeführt.  
 
Die Daten des ersten Versuchs sind in den Abbildungen V.27 und V.28 dargestellt. Versuch 2 





Abb. V.27: Endothelialisierung von vier unterschiedlich behandelten PU-Schläuchen (Versuch 1). 
Endothelialisierung, 12h Perfusion und Analyse (links: Darstellung der DAPI-gefärbten Zellkerne auf 6 
Teilstücken des betroffenen Schlauchs, Fluoreszenzmikroskop; rechts: graphische Aufarbeitung der 
errechneten Zelldichte (Zellzahl, ZZ pro cm²) auf den einzelnen Teilstücken). Aussaat 6x10
6
 Zellen pro 
Schlauch (Kultur VS802 P3); Drehen der Anlage während Befüllen; Rotation: 360°-Drehung, 5 Haltepositionen 
(4 min pro Halt). Pumpbetrieb mit 12 V (Volumenstrom von 237 ml/min). PU, PU-Schlauch; Titan, titanhaltige 
Schicht; FN, Fibronectinbeschichtung. 
 
Abb. V.28: Mittlere Zelldichte (Zellzahl pro cm
2
) der unterschiedlich behandelten PU-Schläuche (Versuch 1); 





Abb. V.29: Endothelialisierung von vier unterschiedlich behandelten PU-Schläuchen (Versuch 2). Analog zu 
Versuch 1: von links nach rechts mit folgender Beschichtung: Titanisierung mit Fibronectin, Titanisierung 
ohne Fibronectin, PU ohne Titanisierung mit Fibronectin, reines PU ohne irgendeine Beschichtung. 




Abb. V.30: Mittlere Zelldichte (Zellzahl pro cm
2
) der unterschiedlich behandelten PU-Schläuche (Versuch 2). 
Darstellung der Mittelwerte mit Standardabweichung aus 6 Teilstücken. 
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Der Vergleich verschiedener Beschichtungen wurde mit zwei verschiedenen Zellkulturen 
nach Standardprotokoll durchgeführt. Die optische Kontrolle zeigte in beiden Versuchen eine 
weitgehend gleichmäßige Verteilung der Endothelzellen nach 12 Stunden Perfusion. Die 
meisten Zellen adhärierten an den titanisierten PU-Schläuchen mit zusätzlicher 
Fibronectinbeschichtung. So adhärierten auf diesen Schläuchen im Mittel  8,2  1,1 x 105 
Zellen pro cm2. Das waren 37  10 % mehr Zellen als auf nicht-titanisiertem Polyurethan mit 
Fibronectinbeschichtung und 38  20 % mehr Zellen als auf unbehandeltem Polyurethan. Auf 
titanisiertem Polyurethan ohne Fibronectinbeschichtung wurden im Mittel 32  14 % 
weniger Zellen als auf titanisiertem Polyurethan mit Fibronectinbeschichtung nachgewiesen. 
Die Wiederholung dieses Versuchs bestätigte diese Ergebnisse: 7,1  2,3 x 105 Zellen pro cm² 
bei Schläuchen mit titanhaltiger Oberfläche und Fibronectinbeschichtung und damit            
21 ± 17 % mehr Zellen als auf Polyurethan ohne Titanisierung, bzw. 40 ± 21 % mehr Zellen als 
auf Polyurethan, bei dem auch auf eine Fibronectinbeschichtung verzichtet wurde. 
 
 
V.3.3. Endothelzellwachstum auf Polyurethanschläuchen 
 
Nachdem in V.3.1. und V.3.2. gezeigt wurde, dass eine Endothelzelladhäsion sowohl auf 
Polyurethan als auch auf Polyurethan mit titanhaltiger Beschichtung möglich ist, galt es nun 
nachzuweisen, ob adhärierte Endothelzellen unter den Bedingungen eines pulsatilen Stroms 
auf den PU-Schläuchen auch proliferieren können. Dafür wurden  4 x 106 Endothelzellen pro 
PU-Schlauch ausgesät, 2 Stunden rotiert und dann für 3 Tage der pulsatilen Strömung 
ausgesetzt. An Tag 3 nach Aussaat wurden die PU-Schläuche entnommen und analysiert. Der 







Abb. V.31: Endothelialisierung (Kultur VS1041 P3) von titanisierten und nicht titanisierten PU-Schläuchen mit 
Standardprotokoll. Schlauch 1 und 2 mit titanhaltiger Beschichtung, Schlauch 3 und 4 aus reinem PU, alle mit 
Fibronectinbeschichtung wurden nach 2 h Rotation für 72 h in der Perfusionsanlage einem pulsatilen Fluss 
ausgesetzt und dann analysiert (oben links: Darstellung der DAPI-gefärbten Zellkerne auf 6 Teilstücken des 
betroffenen Schlauchs, Fluoreszenzmikroskop; oben rechts: graphische Aufarbeitung der errechneten 
Zelldichte (Zellzahl, ZZ pro cm²) auf den einzelnen Teilstücken; unten: mittlere Zelldichte (Zellzahl pro cm
2
) 







Abb. V.32: Endothelialisierung (Kultur VS1041 P3) von titanisierten und nicht-titanisierten PU-Schläuchen mit 
Standardprotokoll. Schlauch 1 und 2 mit Titanbeschichtung, Schlauch 3 und 4 aus reinem PU, alle mit 
Fibronectinbeschichtung wurden nach 2 h Rotation für 72 h in der Perfusionsanlage einem pulsatilen Fluss 
ausgesetzt und dann analysiert (oben links: Darstellung der DAPI-gefärbten Zellkerne auf 6 Teilstücken des 
betroffenen Schlauchs, Fluoreszenzmikroskop; oben rechts: graphische Aufarbeitung der errechneten 
Zelldichte (Zellzahl, ZZ pro cm²) auf den einzelnen Teilstücken; unten: mittlere Zelldichte (Zellzahl pro cm
2
) 






Abb. V.33: Endothelialisierung (Kultur VS944 P3) von titanisierten und nicht-titanisierten PU-Schläuchen mit 
Standardprotokoll. Schlauch 1 und 2 mit Titanbeschichtung, Schlauch 3 und 4 aus reinem PU, alle mit 
Fibronectinbeschichtung wurden nach 2 h Rotation für 72 h in der Perfusionsanlage einem pulsatilen Fluss 
ausgesetzt und dann analysiert (oben links: Darstellung der DAPI-gefärbten Zellkerne auf 6 Teilstücken des 
betroffenen Schlauchs, Fluoreszenzmikroskop; oben rechts: graphische Aufarbeitung der errechneten 
Zelldichte (Zellzahl, ZZ pro cm²) auf den einzelnen Teilstücken; unten: mittlere Zelldichte (Zellzahl pro cm
2
) 





Die Ergebnisse aus den 3 Versuchen waren nicht einheitlich.  
Versuch 1: Nach 3 Tagen war lediglich auf den titanisierten PU-Schläuchen ein konfluenter 
Zellrasen erkennbar. Die Zellen waren gleichmäßig verteilt. Die Zelldichte lag bei 3,3  0,8 x 
105 Zellen pro cm² auf Schlauch 1 und bei 2,9 ± 0,9 x 105 auf Schlauch 2. Auf nicht-
titanisierten PU-Schläuchen konnten nur noch vereinzelte Zellen nachgewiesen werden. 
Versuch 2: Eine Endothelzellschicht war nach 3 Tagen auf allen PU-Schläuchen nachweisbar, 
allerdings mit großen Lücken im Zellrasen. Bei den Teilstücken 1 und 2 der titanisierten PU-
Schläuche wurden großflächige zellfreie Regionen beobachtet mit aufgelagerten großen 
Zellaggregaten. Teilstücke 3 bis 6 zeigten mehr oder weniger eine gleichmäßige 
Zellverteilung. Der erste nicht titanisierte PU-Schlauch war einheitlich mit Endothelzellen 
bedeckt. Im 6. Teilstück ist eine großflächige Ablösung des Zellrasens erkennbar. Beim 
zweiten nicht titanisierten PU-Schlauch waren die ersten drei Teilsegmente nicht besiedelt. 
Versuch 3: Die DAPI-Färbung der fixierten Zellen zeigt, dass die adhärenten Endothelzellen 
auf allen Oberflächenvarianten über 3 Tage lang den Scherkräften der pulsatilen Strömung 
standgehalten haben. Dabei fällt auf, dass die Endothelzellen auf den titanisierten PU-
Schläuchen gleichmäßiger angeordnet sind als auf den reinen PU-Schläuchen. Letztere 
weisen die vermehrte Bildung von Zellaggregaten auf. Lediglich Teilstück 5 des ersten 
Titanschlauchs weist Lücken im Endothelzellmonolayer auf. Berechnet man die mittlere 
Zelldichte der einzelnen Teilstücke und vergleicht so die Materialien miteinander, so lassen 
sich auf einem titanisierten Schlauch bis zu 42  14% mehr Zellen nach 3 Tagen nachweisen 




Aus diesem Versuch wurden neben der Zelldichtemessung (Fluoreszenzmikroskopie) 
ebenfalls Proben entnommen, die für eine Funktionsanalyse (MTS-Reaktion) verwendet 
wurden. Die Proben wurden wie unter IV.2.3.2. vorbereitet. Die Messung der Absorption der 
MTS Reagenz nach Inkubation mit zellularisierten PU-Schläuchen ergab folgendes Ergebnis:  
 
Abb. V.34: Stoffwechselaktivität der EC pro 1 cm² Schlauch (links) und pro Endothelzelle (rechts). Darstellung 
der Mittelwerte mit Standardabweichung aus einer 4x-Bestimmung; gemessen wurde die MTS Absorption 
als Maß für die mitochondriale Aktivität 
 
Die MTS-Daten aus Versuch 1 und 2 waren nicht einheitlich. Innerhalb eines Versuches war 
die MTS-Reaktion der Endothelzellen auf titanisierten PU-Schläuchen vergleichbar 
(unterschiedliche Größenordnung). Bei drei von vier nicht titanisierten PU-Schläuchen war 





Abb. V.35: Stoffwechselaktivität der EC pro 1 cm² Schlauch (links) und pro Endothelzelle (rechts); Darstellung 
der Mittelwerte mit Standardabweichung aus einer 4x-Bestimmung; gemessen wurde die MTS Absorption 
als Maß für die mitochondriale Aktivität 
 
Die Daten aus Versuch 3 waren innerhalb der Doppelbestimmungen gleich. Auf titanisierten 
PU-Schläuchen mit einem Endothelzellmonolayer wurde eine um 52  18 % höhere relative 
Absorption und damit Stoffwechselaktivität gemessen, als auf nicht-titanisierten PU-
Schläuchen mit Endothelzellen. Die berechnete Stoffwechselleistung pro Endothelzelle war 














In der vorliegenden Arbeit wurde gezeigt, dass eine Titanisierung von Polyurethan die 
Biokompatibilität des Polymers verbessert. Dafür wurden sowohl statische Versuche unter 
Einhaltung der europäischen Norm ISO 10993-4, als auch dynamische Tests in einer eigens 
dafür entwickelten Perfusionsanlage durchgeführt.  
VI.1. Nachweis der verbesserten Biokompatibilität nach ISO 10993-4 
 
Entsprechend der ISO 10993-4 ist eine erfolgreiche Endothelialisierung eines Biomaterials als 
ein Beleg für dessen gute Biokompatibilität zu werten. Schließlich stellt eine intakte, 
unstimulierte Endothelzellschicht die beste antithrombogene Oberfläche dar 21 . In der 
vorliegenden Arbeit wurde gezeigt, dass durch die Titanisierung von PU die 
Endothelzellproliferation signifikant beschleunigt wird. Zudem konnte nach 7 Tagen eine 
signifikant höhere Zelldichte nachgewiesen werden als auf unbeschichtetem PU. Diese 
Beobachtung wird in der Literatur vielfach bestätigt: So wurde bereits von Lehle et al. das 
reduzierte Wachstum von EC auf PU22  sowie der proliferationsfördernde Effekt einer 
titanhaltigen Beschichtung von Polymeren23 beschrieben. Auch in anderen Arbeitsgruppen 
wurde gezeigt, dass eine Titanoberfläche die Endothelzelladhäsion und deren Wachstum 
begünstigen24,25,26. Zudem genießt Titan allgemein den Ruf, aufgrund seiner physikalischen 
und chemischen Eigenschaften eine gute Biokompatibilität zu besitzen27,28,29 , weshalb der 
Einsatz von Titanlegierungen in der Medizin schon seit Jahren weit verbreitet ist.30,31 Neben 
der verbesserten Endothelzellproliferation sind die Vitalität und der Funktionserhalt der 
adhärenten Zellen ein wesentliches Kriterium für deren Biokompatibilität25. Durch die 
Titanisierung von PU wurde die Stoffwechselaktivität (MTS-Reaktion der Zellen) - als Maß für 
die Vitalität von Endothelzellen -  nicht beeinträchtigt: Die mitochondriale Aktivität pro Zelle 
war unabhängig vom getesteten Material. Allerdings war die Stoffwechselleistung pro Fläche 
bei einer erhöhten Zelldichte auf titanisiertem PU signifikant höher als auf unbeschichtetem 
PU. Anhand dieser Ergebnisse und der Literatur lässt sich damit die Aussage treffen, dass 
eine titanhaltige Beschichtung eine mögliche Oberflächenmodifikation von Polyurethan ist, 
um die Biokompatibilität im Sinne einer vermehrten Endothelzelladhäsion zu verbessern, 
ohne dabei Abstriche in der Vitalität der Endothelzellen in Kauf nehmen zu müssen. 
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Zur Darstellung der Thrombogenität des Materials selbst wurde ein Thrombozyten- und ein 
PBMC-Adhäsionstest eingesetzt, wie er von  Stevens in der Literatur beschrieben ist32 und 
vielfach angewendet wird.33,34,35 Durch die Titanisierung konnte die Thrombozytenadhäsion 
an PU nicht verhindert werden, allerdings adhärierten weniger PBMCs als auf 
unbeschichtetem PU. Auch in der Literatur ist dieses Phänomen bekannt: Zwar wird 
einerseits berichtet, dass die Plättchenaktivierung und die damit einhergehende 
Thrombenbildung in VADs und auf künstlichen Herzklappen mit Titanoberflächen weniger 
ausgeprägt stattfindet als auf anderen Materialien36,37 . Nach wie vor ist aber bei VADs trotz 
Titanoberfläche eine chronische Antikoagulation aufgrund thrombembolischer 
Komplikationen erforderlich.30,38,39 Es kommt also auch in vivo zur Plättchenaktivierung und -
adhäsion. Darüber hinaus findet man in der Literatur sogar eine Arbeit, in der sich Titan als 
hochthrombogenes Material im Kontakt mit Vollblut erwies 40 . Mit 
fluoreszenzmikroskopischen Aufnahmen konnten wir zeigen, dass es sowohl auf reinem PU, 
wie auch auf titanbeschichtetem PU zur Plättchenadhäsion und Aggregation kommt. 
Allerdings spricht die geringere Zahl adhärierter PBMCs dafür, dass eine Titanisierung 
möglicherweise dennoch die Thrombogenität von PU verringert, da bei der Entstehung von 
Thromben mehrere Mechanismen ineinander greifen: neben der Gerinnungskaskade, der 
Komplementkaskade und der Aktivierung und Adhäsion von Thrombozyten, spielen 
Leukozyten (vor allem Monozyten und Neutrophile) eine zentrale Rolle. Werden Leukozyten 
durch beschädigtes Endothel oder eben Biomaterial aktiviert, kommt es zur Ausschüttung 
der Entzündungsmediatoren IL-1, 6, 8 und TNF α, welche chemotaktisch auf weitere PBMCs 
wirken und Thrombozyten aktivieren 41 . Dabei bilden sich Leukozyten-Thrombozyten-
Aggregate42,43,44. Durch Antikörper, die die Leukozytenadhäsion hemmen, ist es möglich, die 
Thrombenbildung insgesamt zu reduzieren.41 Auf dem Boden der Ergebnisse dieser Arbeit 
und der Literatur kann nun spekuliert werden, ob - trotz unveränderter 
Thrombozytenadhäsion - die deutlich geringere Adhäsion von PBMCs an titanisiertem PU die 
Thrombogenität insgesamt reduziert.  
Tatsächlich aber steht derzeit kein Biomaterial zur Verfügung, das eine komplett 
antithrombogene Oberfläche besitzt, so dass man sich auf andere Strategien wie z.B. die 
bioaktive Beschichtung und Endothelialisierung von Oberflächen verlegt.45 
In der vorliegenden Arbeit wurde daher die Zellularisierbarkeit von PU und titanisiertem PU 
verglichen. In der Fluoreszenzmikroskopie konnte gezeigt werden, dass auf der Oberfläche 
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mit Endothelzellmonolayer signifikant weniger Thrombozyten adhärieren als auf der 
Oberfläche ohne Endothelzellen (vgl. V.1.3.). Dabei konnte in der Fluoreszenzmikroskopie 
kein Unterschied zwischen EC auf titanisiertem oder unbeschichtetem PU festgestellt 
werden. Diese Arbeit bestätigt also den antithrombogenen Effekt eines 
Endothelzellmonolayers auf Biomaterialien, wie er auch vielfach in der Literatur beschrieben 
wird.41,46,47,48 Im Thrombozyten- und PBMC-Assay konnte zwar kein Unterschied in der 
Adhäsion pro Well und damit pro Fläche gemessen werden, allerdings geht aus der 
Berechnung der Adhäsion pro EC hervor, dass signifikant weniger Thrombozyten und PBMCs 
an EC adhärieren, die auf titanisiertem PU gewachsen sind. Die verminderte Thrombozyten- 
bzw. PBMC-Zahl pro EC auf titanisiertem PU könnte Ausdruck einer geringeren 
Endothelzellaktivierung sein. So könnte spekuliert werden, dass unbeschichtetes PU zu einer 
Aktivierung der Endothelzellen führt, was durch die Titanisierung reduziert werden kann. 
Aktivierte Endothelzellen setzen prothrombotische Faktoren wie TF (tissue factor) frei und 
exprimieren Adhäsionsmoleküle, die die Adhäsion von Leukozyten erleichtern (ICAM-1, 
VCAM-1, P-Selectin und E-Selectin), wodurch Gerinnung und Thrombogenese gefördert 
werden.49 Dies wäre ein weiteres Indiz für eine verbesserte Biokompatibilität von PU durch 
eine titanhaltige Beschichtung. In einer früheren Arbeit wurde bereits gezeigt, dass die 
Titanisierung von Polymeren wie PU keine proinflammatorische Reaktion der Endothelzellen 
auslöst23. 
  
Eine Problematik bei derartigen Untersuchungen ist die Reproduzierbarkeit der Daten aus 
den Thrombozyten- und PBMC-Assays. Im Gegensatz zur Messung der EC Proliferation und 
mitochondrialen Stoffwechselaktivität wurden diese Tests nicht nach der ISO 10993-4 Norm 
durchgeführt. Thrombozyten können extrem leicht aktiviert werden, z.B. durch die 
Blutabnahme oder Aufbereitung des Vollbluts, was eine Thrombozytenaggregation noch 
während der Präparation zur Folge hat. Der Aktivitätszustand der Thrombozyten scheint 
auch spenderabhängig zu sein.50 Obwohl in der vorliegenden Arbeit die Thrombozyten von 
nur einem, zu diesem Zeitpunkt augenscheinlich infektfreien Spender durch vorsichtige 
Blutabnahme gewonnen wurden und während der Gewinnung der Thrombozyten keine 
Thrombozytenaggregate makroskopisch zu sehen waren, kann nicht ausgeschlossen werden, 
dass die Thrombozyten teilweise aggregierten. Dies würde die Messergebnisse im 
Spektrofluorometer verfälschen. Für zukünftige in vitro Testungen werden alle 
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Thrombozyten nach der Isolierung und vor Kontakt mit Endothelzellen oder Oberflächen auf 
ihren Aktivitätszustand hin untersucht, d. h. es wird die Expression von membranständigem 
P-Selektin, ein Marker für den Aktivierungszustand, in der Durchflusszytometrie ermittelt. 
Außerdem muss noch betont werden, dass die Thrombozyten- und PBMC-Adhäsion am 
blanken Material (PU, tiPU und PS jeweils ohne EC) in nur einer Vierfachbestimmung 
gemessen wurde, was die statistische Aussagekraft deutlich einschränkt.  
Letztlich gilt es zu beachten, dass die Versuche in vitro, unter statischen Bedingungen und 
ohne Vollblut durchgeführt wurden. So wurde, wie oben bereits erwähnt, bei der Messung 
der Thrombogenität nicht die Interaktion von PBMCs und Thrombozyten untereinander 
sowie mit der Komplement- und Gerinnungskaskade berücksichtigt. In vivo, oder bei Einsatz 
von Vollblut greifen diese Komponenten der Gerinnung allerdings ineinander und wirken nie 
isoliert. Ebenso ist aus der Literatur bekannt, dass die Strömung und die damit verbundenen 
Scherkräfte, wie sie in vivo in den Blutgefäßen auftreten, maßgeblich die Gerinnung 
mitbeeinflussen51,52. So wird beschrieben, dass erhöhte Strömung und Scherkräfte sowohl 
Thrombozyten 53 , als auch das Endothel aktivieren, indem dieses die thrombotisch 
wirksamen Adhäsionsmoleküle ICAM-1 und TF exprimiert.43, 54  Darüber hinaus ist die 
Strömungsgeschwindigkeit entscheidend dafür, welche Komponenten des 
Gerinnungssystems überwiegen: während im venösen Strombett mit geringen 
Flussgeschwindigkeiten der proteinabhängige Mechanismus der Gerinnungskaskade eine 
Rolle spielt, überwiegt im arteriellen System mit hohem Volumenstrom und großen 
Scherkräften die Bildung des weißen Thrombus mit Thrombozyten.55 Da der Hintergrund 
dieser Arbeit der mögliche Einsatz von Polyurethan als Pumpkammer eines Kunstherzens 
oder als Gefäßersatz ist, spielen diese gerade genannten Faktoren natürlich eine wichtige 
Rolle. Gleiches gilt auch für die Endothelzelladhäsion: zwar konnte gezeigt werden, dass die 
Endothelzellen adhärieren und bis zu einem konfluenten Monolayer wachsen, entscheidend 
ist aber, ob dies auch in vivo unter pulsatilem Fluss von Vollblut und evtl. sogar 
Verwirbelungen der Fall ist. 
Dies war der Grund für die Untersuchungen der Endothelialisierung von titanisierten PU-




  VI.2. Entwicklung einer Perfusionsanlage zur Darstellung der 
Endothelialisierung unter Flussbedingungen 
 
Die Verwendung verschiedener Perfusionsanlagen  ist eine gängige Methode auf dem Gebiet 
des „tissue engineerings“, um Zellen unterschiedlicher Gewebe (u.a. Haut, Knorpel, Muskel, 
Gefäße) zu kultivieren.56 In der Literatur werden mehrere Perfusionsanlagen beschrieben, 
mit denen Endothelzelladhäsion und -proliferation auf vaskulären Grafts untersucht werden 
können.56,57,58,59 Wie die in der Literatur beschriebenen Perfusionsanlagen, musste auch die 
Anlage, die in dieser Arbeit zum Einsatz kam, folgende Anforderungen erfüllen: Um die 
physiologischen Bedingungen bestmöglich zu imitieren, sollte ein pulsatiler Fluss generiert 
werden, wobei in den Grafts konstante Flussbedingungen ohne Turbulenzen herrschen 
müssen. Neben der gleichmäßigen Zelladhäsion müssen  ein optimaler Gasaustausch, sowie 
die Möglichkeit zum  Wechsel des Nährmediums bei gleichzeitiger Erhaltung der Sterilität 
gewährleistet sein. Dabei ist eine leichte Handhabbarkeit wünschenswert. Zusätzlich sollte 
es möglich sein, vier vaskuläre Grafts in einem Ansatz zu testen. Sterilität muss für den 
Langzeiteinsatz gegeben sein, um die Proliferation der Endothelzellen über mehrere Tage 
hinweg untersuchen zu können. Ziel dieser Arbeit war es, Anlage und Versuchsprotokoll so 
zu optimieren, dass die oben genannten Anforderungen erfüllt werden. 
Die ungleichmäßige Zelladhäsion nach dem Seeding stellte sich als ein Hauptproblem heraus. 
Zwar konnte durch die Optimierung des Seedingprotokolls die Zelladhäsion dahingehend 
verbessert werden, der mangelhafte Rotationsantrieb ist aber nach wie vor ein erheblicher 
Einflussfaktor: Obwohl Gewichte gegenüber der Reservoirflaschen angebracht wurden, um 
die Rotation gleichmäßig zu gestalten, sind die Haltepunkte und damit die 
Rotationsintervalle uneinheitlich. Dies könnte dazu führen, dass die Endothelzellen nicht 
vollkommen gleichmäßig an den Schlauchwänden adhärieren. Zudem setzt der Motor, der 
für die Rotation zuständig ist, die Perfusionsanlage sehr „ruckartig“ in Bewegung, so dass es 
aufgrund der plötzlich auftretenden Beschleunigung zur Ablösung der Endothelzellen 
kommen kann. Für die endgültige Lösung dieses Problems sollte also ein anderer 
Rotationsantrieb verwendet werden.  
Die Sterilität - ein wesentliches Kriterium für die Verwendbarkeit einer Perfusionsanlage - 
gestaltete sich als ein weiteres Problem. 
Diese konnte in einem Sterilitätstest über 12 Tage bei 37° C und 5% CO2 gewährleistet 
werden. Dabei wurde auch ein Mediumwechsel durchgeführt, durch den keine 
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Verunreinigungen in die Anlage gelangten. Allerdings stellte sich in Vorversuchen heraus, 
dass die Sterilität des Mediums in der Anlage nur dann aufrechterhalten werden konnte, 
wenn alle vier Probenschläuche eingebaut waren. Sobald einer der vier Schläuche zur 
Analyse herausgenommen und das Schlauchende mit einer Klemme verschlossen wurde, 
drangen durch das Schlauchende Bakterien in die Perfusionsanlage ein. Dies ließ sich an 
einer Gelbfärbung des Mediums sowie an einem Lactatanstieg erkennen. So ist es mit dieser 
Perfusionsanlage nicht möglich, einen Schlauch direkt nach dem Seeding sowie an drei 
weiteren Zeitpunkten zu analysieren und so eine Adhäsion bzw. Wachstum oder Zellverlust 
nachzuweisen. Eine mögliche Lösung wäre der Einbau von Dreiwegehähnen in die 
Glasröhrchen vor den PU Schläuchen, da so der Schlauchrest nicht mehr mit einer OP-
Klemme verschlossen werden müsste, sondern der Dreiwegehahn für einen suffizienten 
Verschluss sorgen würde. 
Insgesamt kann dennoch festgestellt werden, dass es trotz der gerade genannten 
Restmängel gelungen ist, die Anlage hinsichtlich der an sie gestellten Anforderungen zu 
verbessern. Zusätzlich wurde eine Methodik in Form eines standardisierten Protokolls 
entwickelt, mit dem reproduzierbare Versuche durchgeführt werden konnten. Zwar kam es 
immer wieder zu Fehlversuchen (je nach Versuchsreihe misslang die Zelladhäsion in jedem 
vierten bzw. sogar in jedem zweiten Versuch), bei den Fehlschlägen aber waren stets 
keinerlei Endothelzellen nachzuweisen - es handelte sich also um eine „alles-oder-nichts-
Reaktion“, so dass es mit der entwickelten Methodik grundsätzlich möglich ist, vollständige 
Endothelzelladhäsion zu erzielen. 
Ein Grund für Erfolg oder Misserfolg der Endothelialisierung könnte zum Beispiel die Art des 
Sterilisationsverfahrens sein:  Gulbins et al. verglichen Endothelzelladhäsion unter pulsatilem 
Flow auf „small diameter vascular grafts“, die vorher entweder mit Ethylenoxid oder γ-
Sterilisation sterilisiert wurden.60 Dabei stellte sich heraus, dass die Zellen auf Polyurethan, 
das zuvor mit Ethylenoxid behandelt wurde, wesentlich schlechter adhärierten und vermehrt 
vom Flow abgetragen wurden. Als mögliche Erklärung wird auf Ethylenoxidreste in den 
Probenschläuchen verwiesen. Da auch in unseren Versuchen Ethylenoxid als 
Sterilisationsverfahren verwendet wurde, könnte dies eine Erklärung für die Variabilität 
unserer Versuchsergebnisse sein: Der Verbleib von Ethylenoxidresten nach dem Spülen in 
den Schläuchen der Perfusionsanlage, könnte die Zelladhäsion und/oder die Vitalität der EC 
beeinträchtigen. Ein möglicher Ansatz für weitere Versuche könnte die Verwendung eines 
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anderen Sterilisationsverfahrens z.B. γ-Sterilisation oder die Entwicklung eines Protokolls 
zum Spülen der Anlage sein.  
Ein weiterer wichtiger Parameter, der den Ausgang der Versuche beeinflussen könnte, ist die 
Qualität/Vitalität der für den Versuch eingesetzten Endothelzellkulturen: Für die 
Endothelialisierung wurden patienteneigene Endothelzellen der Vena saphena verwendet. 
Durch die Patientenspezifität der Zellen wollten wir gewährleisten, dass im künftigen 
klinischen Einsatz keine zusätzliche immunologische Reaktion auftritt.23,52 Es handelt sich 
hierbei um Endothelzellen von herzchirurgischen Patienten, die bereits mit im Blut des 
Patienten zirkulierenden Noxen ausgesetzt waren61. Weiterhin kann nicht ausgeschlossen 
werden, dass durch die Kryokonservierung die Vitalität der Zellen beeinträchtigt wurde. 
Obwohl das Wachstum aller verwendeten Kulturen vorher getestet wurde, um derartige 
kulturspezifische Unterschiede zu eliminieren, ist es dennoch denkbar, dass manche 
Zellkulturen sich im Versuch besser präsentierten als andere. Zudem mussten für die 
Versuche sehr viele Zellen eingesetzt werden (bis zu 24 Mio!). Um so viele Zellen zu 
gewinnen, müssen die Endothelzellen in mehreren Passagen bis zu einem dichten 
konfluenten oder sogar schon hyperkonfluenten Monolayer vermehrt werden. Dabei ist aus 
der Literatur bekannt, dass mit steigender Passage die Expression von Adhäsionsmolekülen 
abnimmt 62  und die Endothelzellen in Apoptose gehen, falls eine gewisse Dichte im 
Monolayer überschritten wurde63.  
So ist die erfolgreiche Etablierung der Perfusionsanlage ambivalent zu bewerten: Zum einen 
war es möglich, mit ihr reproduzierbare Versuche durchzuführen. Andererseits war auffällig, 
dass immer wieder „Fehlversuche“ auftraten, die evtl. Ausdruck von Mängeln in der 
Konstruktion oder im Protokoll sein könnten. 
 
VI.3. Nachweis der verbesserten Biokompatibilität von titanisiertem 
Polyurethan unter pulsatiler Strömung 
 
In den Versuchen dieser Arbeit konnte nach drei Tagen pulsatilem Flow immer noch ein 
konfluenter Endothelzellmonolayer nachgewiesen werden. Eine vorausgegangene 
Fibronectinbeschichtung der Grafts verbesserte das Ergebnis, die besten Ergebnisse 
hinsichtlich der Zelldichte und Gleichmäßigkeit des Monolayers konnten bei titanisiertem 
Polyurethan mit Fibronectinbeschichtung erzielt werden. 
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Zahlreiche Studien befassten sich bereits mit dem Verhalten von Endothelzellen, wenn diese 
einer pulsatilen Strömung ausgesetzt sind: so beschreiben Giudiceandrea et al. ebenso einen 
hervorragenden Endothelzellerhalt auf PU nach sechs Stunden pulsatilem Flow.64 Damit 
verbunden ist ein Umbau des Zytoskeletts. Die Endothelzellen richten sich nach der 
Strömung aus, werden flacher und länger, um den Scherkräften weniger Angriffsfläche zu 
bieten.65 Diese typische Ausrichtung der Endothelzellen konnte auch in den Versuchen 
dieser Arbeit in der Fluoreszenzmikroskopie beobachtet werden. Zudem scheinen 
Endothelzellen, die einer chronischen Exposition gegenüber Scherkräften ausgesetzt sind, 
besonders fest an ihrem Untergrund zu adhärieren66, was eine Erklärung dafür sein könnte, 
dass die EC auch nach 3 Tagen noch fest an den PU Grafts adhärierten. Die verbesserte 
Adhäsion nach Fibronectinbeschichtung wird ebenso in der Literatur bestätigt: mehrere 
Studien beschreiben eine höhere Endothelzelladhäsion nach Fibronectin oder 
Vitronectinbeschichtung67,68. Auch Gulbins et al. betonen die Bedeutung extrazellulärer 
Matrixproteine, vor allem Proteine der Basalmembran, für eine erfolgreiche 
Endothelzelladhäsion69. Andere Autoren verwendeten weitere Matrixproteine (Kollagen und 
Heparin) zur Beschichtung von Titanoberflächen und konnten so auch eine effektivere 
Endothelialisierung erzielen 70 . Zudem scheint eine Fibronectinbeschichtung von 
Biomaterialien günstige Auswirkungen auf die Inflammationsreaktion zu haben, was den 
Einsatz von Fibronectin auf PU umso mehr rechtfertigt.71 In der Literatur wird mehrfach 
bestätigt, dass eine Titanbeschichtung die Endothelzelladhäsion unter Strömung und die 
Widerstandsfähigkeit gegenüber Scherkräften fördert 26,72,73, was mit den Ergebnissen dieser 
Arbeit in Einklang steht: auf den titanisierten PU Grafts konnte die höchste Zelldichte 
nachgewiesen werden. Dennoch erstaunt es, dass die Endothelzellen derart gut adhärierten. 
In verschiedenen Arbeiten ist beschrieben, dass sich Endothelzellen ablösen, wenn sie 
plötzlich einer pulsatilen Strömung ausgesetzt werden64,67, 74 , und mehrere Arbeiten 
beschäftigen sich mit Verfahren, den Zellverlust zu minimieren, z.B. durch eine 
Adaptationsphase mit geringem Volumenstrom74, 75 . Zellkultur und Seeding unter 
kontinuierlichem Flow75,76 brachte ebenso Vorteile aufgrund der veränderten Synthese von 
ECM Proteinen (vor allem Kollagen III).  Da die Ausbildung einer Basalmembran eine 
wesentlich Rolle für den Erhalt eines Endothelzelllayers spielt77, führten Gulbins et al. ein 
Preseeding mit einer Cokultur aus Fibroblasten und Glattmuskelzellen durch, bevor sie 
Polyurethanoberflächen endothelialisierten.69,75 Sie erhielten dabei wesentlich bessere 
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Endothelzelladhäsion und –erhalt bei pulsatiler Strömung als bei einem isolierten 
Endothelzellseeding.69 Dass in den Versuchen dieser Arbeit die Endothelzellen, mit 
Ausnahme der vorausgegangenen Fibronectinbeschichtung, ohne jegliche Unterstützung 
durch gerade genannte Methoden den Scherkräften standhielten und der Monolayer auch 
nach drei Tagen noch bestand, könnte verschiedene Ursachen haben: vielleicht war das 
lange Zeitintervall von 2h bevor der Flow angelegt wurde entscheidend, da in dieser Phase 
den Endothelzellen genug Zeit für eine feste Adhäsion und der Synthese von 
Matrixproteinen gegeben wurde. Es könnte aber auch sein, dass die Scherkräfte nicht so 
groß wie in den anderen Arbeiten waren. Leider konnte hier nur der Volumenstrom in 
ml/min und nicht die tatsächlich wirkende Scherkraft in dyn/cm² gemessen werden. 
Die Ergebnisse zur Endothelzelladhäsion in der Perfusionsanlage sind vielversprechend für 
den Einsatz titanisierter Polyurethane als Gefäßersatz oder Pumpkammer ventrikulärer 
Unterstützungssysteme. Eine weitere Optimierung für den Einsatz könnte die 
Oberflächenmodifikation des Polyurethans sein: ein Fasernetzwerk, das den Kollagenfasern 
der Basalmembran ähnelt, wie es Gulbins et al. verwendet haben69,75, kann die 
Endothelzelladhäsion begünstigen. Ebenso wird die in vivo Selbstbesiedelung der 
titanhaltigen Oberfläche durch im Blut zirkulierende endotheliale Progenitorzellen (EPCs) 
ebenso eine Möglichkeit der Endothelialisierung sein. 
Bei aller Euphorie muss natürlich berücksichtigt werden, dass alle Versuche in vitro 
durchgeführt wurden. Das verwendete Medium hat eine geringere Viskosität als Blut, 
ebenso fehlen die korpuskulären Anteile des Blutes, so dass die Scherkräfte, die auf die 
Endothelzellen in vivo wirken, deutlich höher sein dürften. Außerdem wurden die Versuche 
bei laminarer Strömung durchgeführt, wogegen in der Pumpkammer eines Kunstherzens 
turbulente Strömungen auftreten. Genauso wenig wurden die Wandspannung und die 
daraus resultierenden Scherkräfte, die z.B. in der Pumpkammer von VADs entstehen und auf 
die Endothelzelle wirken, berücksichtigt. 
Erst in vivo Versuche werden uns zuverlässige Ergebnisse liefern, ob eine titanhaltige 
Beschichtung tatsächlich die Bedingungen für die Ausbildung eines permanenten 






   
Der Einsatz von ventrikulären Unterstützungssystemen und Prothesen zum Gefäßersatz 
gewinnt zunehmend an Bedeutung. Poly(ether)urethan würde sich aufgrund seiner 
mechanischen und physikalischen Eigenschaften hervorragend als Material für die 
Konstruktion von VADs und vascular grafts eignen, allerdings offenbart PU als Oberfläche, 
die mit Blut in Kontakt steht, eine schwache Biokompatibilität. Inhalt dieser Arbeit war die 
Frage, ob durch eine titanhaltige Beschichtung die Biokombatibilität von PU gesteigert 
werden kann. Als Maß für die Biokompatibilität wurde nach der europäischen Norm ISO 
10993-4 Endothelzelladhäsion, -wachstum und -stoffwechselaktivität herangezogen, zudem 
kamen Tests zur Adhäsion von Thrombozyten und PBMCs zum Einsatz. Dabei wurden die 
Versuche in statischer Kultur sowie in einer dynamischen Untersuchung in einer eigens dafür 
entwickelten Perfusionsanlage durchgeführt.  
Die Ergebnisse dieser Arbeit zeigen, dass durch die Titanisierung von PU die Proliferation von 
EC gefördert und deren Wachstumsverhalten beschleunigt wird, gleichzeitig wird durch die 
Titanisierung die Stoffwechselleistung der EC nicht beeinträchtigt. Sowohl auf reinem PU, als 
auch auf titanisiertem PU, adhärierten Thrombozyten und PBMC, allerdings konnte der in 
der Literatur beschriebene antithrombogene Effekt eines Endothelzellmonolayers in dieser 
Arbeit bestätigt werden. Darüber hinaus zeigten EC, die auf titanisiertem PU kultiviert 
wurden, eine geringere Thrombogenität als EC auf blankem PU.  
Im zweiten Teil der Arbeit konnte eine Perfusionsanlage entwickelt und eine Methodik 
etabliert werden, mit der es gelang, dynamische Untersuchungen zur Endothelzelladhäsion 
unter pulsatiler Strömung durchzuführen. Hier zeigte sich, dass EC auf 
fibronectinbeschichteten PU Schläuchen bis zu 72 Stunden den Scherkräften einer pulsatilen 
Strömung standhalten konnten. Auch hier begünstigte die Titanisierung von PU Schläuchen 
die Adhäsion von EC und Ausbildung eines gleichmäßigen Endothelzellmonolayers.  
Diese Arbeit zeigte, dass eine titanhaltige Beschichtung von PU mittels „plasma activated 
chemical vapour deposition“ (PACVD) die Biokompatibilität von PU verbessert und durch die 
erhöhte EC Adhäsion auf tiPU die Thrombogenität von PU reduziert wird. In vivo Versuche 
werden weiteren Aufschluss über den Einsatz von PU und titanbeschichtetem PU in 
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